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Introduction 
 
Le recours aux soins vétérinaires et aux traitements intensifs des affections touchant 
les chats et les chiens est en augmentation auprès des propriétaires d’animaux de compagnie. 
Les transfusions sanguines sont donc devenues un élément important des soins médicaux et 
chirurgicaux intensifs. Elles correspondent à l’administration intra-veineuse de sang total ou 
d’un sous-produit sanguin dérivé (préparé préalablement ou en direct). En outre, les 
techniques de collecte du sang ont été améliorées, et la caractérisation des systèmes de 
groupes sanguins et la simplification des méthodes de typage sanguin ont considérablement 
amélioré la sécurité des transfusions sanguines chez le chat et le chien.  
Les thérapies transfusionnelles sont généralement appliquées à des animaux souffrant 
d’anémie grave due à une perte de sang menaçant le pronostic vital, à une hémolyse ou à une 
insuffisance de la moelle osseuse, dans le cas d’administration de sang total (frais ou réfrigéré) 
notamment. Elles peuvent également être motivées par le diagnostic d’états hypovolémique 
ou d’hypoprotidémie sévères, et leur spectre d’indications a pu être élargi au traitement des 
coagulopathies, hypoalbuminémies et thrombocytopénies, depuis l’évolution des 
connaissances et pratiques de séparation du sang en différents dérivés sanguins (concentré 
globulaire, plasma), ainsi que l’accès aux produits tels l’albumine et les produits plaquettaires. 
Chez le chat, le sang total frais est la forme de transfusion la plus courante. En médecine 
transfusionnelle canine, le traitement avec des composants sanguins est devenu la norme, 
alors que chez les chats, en raison des petits volumes de dons de sang, la séparation des 
composants sanguins est moins habituelle.  
Les produits sanguins, disponibles ou en quantité limitée, sont à employer à bon escient, aux 
fréquences et aux doses nécessaires, donc minimales. Les donneurs doivent faire l’objet d’une 
sélection rigoureuse, qui associe évaluation clinique, dépistage des maladies infectieuses et 
détermination de leur groupe sanguin. Celui des animaux receveurs malades doit également 
être déterminé. Un test de « réactivité croisée » (ou cross-match) est idéalement réalisé entre 
le donneur et le receveur, dans le cas où ce dernier a déjà été transfusé. Le recours à la 
thérapie transfusionnelle nécessite une hospitalisation et une surveillance rapprochée, dont 
le but est la prévention et la prise en charge précoce de toute réaction adverse 
transfusionnelle, pouvant être aigue ou retardée, d’origine immunitaire ou non.  
Ce travail présente dans un premier temps les recommandations transfusionnelles chez le 
chat et le chien à la lumière de la littérature vétérinaire récente, avant d’exposer le matériel 
et les méthodes employées dans l’étude réalisée. Ce projet présente les pratiques 
transfusionnelles employées envers des receveurs félins et canins de 2013 à 2020 au sein du 
pôle des urgences et soins intensifs du CHUVAC ENVT, ainsi que l’analyse des variables 
transfusionnelles, au cours de l’ensemble des actes transfusionnels étudiés ainsi que des 
premiers actes anamnestiques. De plus, les facteurs de risque au développement de réactions 
transfusionnelles et à la mortalité post-transfusionnelle ont été étudiés. Enfin, une dernière 
partie propose des commentaires aux résultats obtenus. 
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PREMIERE PARTIE 
 Médecine transfusionnelle
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A. Groupes sanguins 
 
a. Alloantigènes et alloanticorps érythrocytaires 
 
Les globules rouges, ou érythrocytes, sont des cellules originales notamment dans leur 
physiologie avec une spécialisation dont la perte de leur noyau et donc de leur capacité de 
synthèse protéique de novo. Ils possèdent un statut immunologique à part dans l’organisme, 
sans pour autant être dénués d’identité immunologique, les premiers accidents 
transfusionnels ayant suggéré la présence de marqueurs sanguins responsables de la 
compatibilité entre des sangs différents. Ces marqueurs, appelés antigènes érythrocytaires, 
permettent de définir les groupes sanguins, et les réactions immunitaires qu’ils induisent sont 
bien connues, permettant leur anticipation et prise en charge lors de différentes situations 
(physiologiques ou pathologiques). 
A la surface des érythrocytes sont retrouvées des molécules, capables d’être reconnues par le 
système immunitaire et de déclencher une réponse. Ces antigènes membranaires sont de 
nature variable selon les espèces : protéique chez le chien, lipidique ou osidique chez le chat. 
Chez le chien, ces antigènes sont uniquement présents à la surface des érythrocytes tandis 
que chez le chat ils sont également retrouvés dans les tissus et sont communs à plusieurs 
lignées cellulaires (globule rouge, plaquette, endothélium, foie, rein…) à l’origine de différents 
mécanismes et subtilités devant être pris en compte avant l’engagement dans une thérapie 
transfusionnelle. Ces antigènes, présents sous forme allélique, impliquent leur variabilité et 
ainsi un polymorphisme entre des individus différents. 
Chez le chat, la nature de ces antigènes conduit au développement d’immunoglobulines de 
type M (IgM), apparaissant naturellement entre 6 et 8 semaines de vie du chaton, 
probablement par stimulation du système immunitaire par des antigènes de la flore 
bactérienne de l’organisme ressemblant aux antigènes du groupe AB (mécanisme mal connu). 
Ces anticorps sont appelés alloanticorps naturels et sont capables d’agglutiner les globules 
rouges in vitro, c’est pourquoi on parle d’agglutinines. In vivo, ces IgM sont capables d’induire 
la lyse des érythrocytes par activation du système du complément (activation d’enzymes 
circulantes provoquant la destruction des cellules présentatrices de l’antigène). Des 
commutations d’IgM vers immunoglobulines de type G (IgG) sont possibles, à fort pouvoir 
hémolytique (appelées hémolysines). L’absence d’alloanticorps érythrocytaires naturels dans 
l’espèce canine serait liée à la nature protéique des antigènes érythrocytaires, néanmoins, 
certaines données récentes tendent à nuancer ce propos.  
Chez le chat et le chien, des anticorps de type IgG, ou hémolysines, présents dans le sérum, 
apparaissent à l’occasion d’une stimulation antigénique par des globules rouges étrangers 
(par exemple suite à une transfusion), et sont responsables de réponse immunes de type 
hémolytiques lors d’actes transfusionnels après une première sensibilisation du système 
immunitaire.  
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Le risque premier lors d’une transfusion sanguine est lié à la possibilité de réunir dans 
l’organisme du receveur (l’animal transfusé) un anticorps et son antigène érythrocytaire. Les 
globules rouges du donneur sont dits compatibles avec le sang du receveur si le receveur ne 
présente pas d’anticorps circulants dirigés contre un antigène érythrocytaire du donneur. 
 
b. Les groupes sanguins félins 
 
i. Le système sanguin AB  
 
Un système de groupage sanguin, le système AB, a largement été décrit chez le chat. Il 
se divise en trois phénotypes que sont le groupe A, le groupe B et le groupe AB : 
- Le groupe A est le plus fréquent, et l’acide N-glycolylneuraminique est l’alloantigène 
présent à la surface des érythrocytes ; 
 
- Le groupe B est moins fréquent, bien que décrit pour être plus commun dans certaines 
races (British Shorthair, Sacré de Birmanie, Devon Rex) (Knottenbelt, 1999) (Malik, 
2005). L’acide N-acetylneuraminique est l’alloantigène présent à la surface des 
érythrocytes ; 
 
- Le groupe AB est rare. Les acides N-glycolylneuraminique et N-acetylneuraminique 
sont les alloantigènes présents à la surface des érythrocytes. 
La prévalence des groupes sanguins félins diffère géographiquement (Tableau 1). Le groupe A 
est le plus commun autour du globe et dans certaines races, 100% des chats pourraient 
appartenir au groupe A (Siamois) (Forcada, 2007). La prévalence du groupe B est plus faible 
bien qu’il ait été rapporté chez 36% des chats sans pedigree en Australie (Malik, 2005), et de 
façon plus fréquente selon les races (notamment le British Shorthair) (Knottenbelt, 1999) 
(Jensen, 1994). Le groupe AB est rare et moins fréquemment retrouvé.  
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Tableau 1 : Répartition des groupes sanguins félins selon la région géographique et la race rapportée dans les 
études publiées (Taylor, 2021) 
Pays/Région (source 
de données) 
Race 
Nombre 
de chats 
Groupe A (%) Groupe B (%) Groupe AB (%) 
Royaume-Uni 
(Knottenbelt, 1999) 
Sans pedigree 139 87.1 7.9 5.0 
British Shorthair 121 39.7 58.7 1.6 
Sacré de 
Birmanie 
24 62.5 29.2 8.3 
Persan 17 88.2 11.8 0 
Autres races 45 77.8 6.7 15.5 
Royaume-Uni 
(Forcada, 2007) 
Sans pedigree 105 67.6 30.5 1.9 
Siamois 13 100.0 0 0 
Autres races 38 76.3 21.1 2.6 
Royaume-Uni  
(Gunn-Moore, 2009) 
Bengale 100 100.0 0 0 
Danemark 
(Jensen, 1994) 
Sans pedigree 105 98.1 1.9 0 
Persan 56 96.4 3.6 0 
British Shorthair 30 66.7 33.3 0 
Abyssin 20 100 0 0 
Autres races 33 90.9 9.1 0 
Australie 
(Malik, 2005) 
Sans pedigree 355 62.0 36.0 1.6 
Siamois 12 100.0 0 0 
Devon Rex 70 45.0 54.0 1.4 
British Shorthair 8 38.0 62.0 0 
Nouvelle Zélande 
(Cattin, 2016) 
Sans pedigree 245 70.6 13.9 0.8 
France 
(Nectoux, 2019) 
Sans pedigree 320 83.8 14.4 1.9 
Chats de race 37 89.2 10.8 0 
Centre de l’Italie  
(Di Tommaso, 1937) 
Sans pedigree 483 89.8 7.0 3.1 
Nord de l’Italie 
(Spada, 2020) 
Sans pedigree 233 91.0 5.2 3.8 
Sud de l’Italie 
(Spada, 2020) 
Sans pedigree 215 77.2 12.1 10.7 
Italie 
(Proverbio, 2013) 
Ragdoll 61 77.1 4.9 18.0 
 
Comme chez l’Homme, et contrairement au chien, des alloanticorps naturels envers l’allo-
antigène étranger manquant sont présents chez le chat. Selon les sources, seulement 35 à 
40% des chats du groupe A posséderaient un faible taux d’anticorps naturels anti-B de type 
hémagglutinines faibles ou hémolysines. A l’inverse, la plupart des chats du groupe B 
posséderaient des titrages en allo-anticorps anti-A élevés majoritairement de type 
hémolysines et hémagglutinines fortes (Gurkan, 2005). Pour le groupe AB, les études tendent 
à montrer qu’il n’existerait pas ou peu d’activité hémolysante ou agglutinante (Nectoux, 
2018). 
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Ainsi, la sévérité de la réaction transfusionnelle dépend de la quantité (de plus hauts titres de 
concentrations aggravent la réaction) et la nature (par exemple en cas d’agglutination intense) 
des anticorps présents chez le receveur ou le donneur. Ainsi, dans le cas de chats de groupe 
B, une réaction transfusionnelle sévère peut survenir lors d’une transfusion de sang 
incompatible. Ces allo-anticorps anti-A sont également responsables de l’isoérythrolyse 
néonatale - cause de mortalité néonatale (Axner, 2014) (Cain, 1985) - lorsqu’une portée de 
chatons de groupes A ou AB reçoivent le colostrum d’une mère de groupe B.  
Ainsi, les chats donneur et receveur doivent toujours être groupés avant transfusion et du 
sang compatible doit être administré. Idéalement, le receveur doit recevoir du sang du même 
groupe sanguin. Pour les chats de groupe AB, et en l’absence de sang groupé AB, du sang de 
groupe A, ou idéalement du concentré érythrocytaire (obtenu après centrifugation de sang 
total et retrait de la fraction plasmatique) de groupe A, peut être administré avec le moins de 
risque de réaction possible. 
 
ii. Les groupes sanguins non compris dans le système AB 
 
 Une étude publiée en 2007 (Weinstein, 2007) décrit l’existence d’autres groupes 
sanguins que ceux décrits par le système AB car des réactions transfusionnelles se sont 
produits chez des chats ayant reçu du sang testé compatible AB. Cette étude révèle la 
présence d’un nouvel antigène érythrocytaire, nommé Mik, présent chez la plupart des chats 
et à l’origine du développement d’allo-anticorps anti-Mik naturels. Des études ont depuis 
documenté des résultats de réactivité croisée (cross-match) positifs entre des sangs 
compatibles dans le système AB (Goy-Thollot, 2019) (McClosky, 2018) (Sylvane, 2018), 
suggérant la présence de systèmes de groupes sanguins hors AB, bien que leur pertinence 
clinique ne soit pas toujours claire et que des tests pour Mik et d’autres antigènes 
érythrocytaires ne soient pas commercialement disponibles. Une étude récente montre 
également une possible allo-immunisation, des chats transfusés avec du sang compatible dans 
le système AB ayant montré des cross-match incompatibles à partir du deuxième jour post-
transfusionnel (Hourani, 2017). Dans une étude récente (Binvel, 2021), la présence d’allo-
anticorps naturels hors AB a été recherchée chez des chats de groupe A. Au moins 7% des 
chats ont présenté une incompatibilité lors du cross-match, documentant une fois de plus la 
présence d’allo-anticorps naturels hors système AB. L’hypothèse émise est la présence de cinq 
antigènes érythrocytaires hors du système AB, l’un d’eux pouvant correspondre à l’antigène 
Mik. Cependant, leur impact clinique et leur connaissance approfondie restent à préciser.  
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c. Les groupes sanguins canins 
 
i. Le système DEA 
 
L’espèce canine possède sept systèmes de groupes sanguins connus sous le système 
DEA pour « Dog Erythrocyte Antigen ». Ce système décrit les groupes sanguins 1, 3, 4, 5, 6, 7 
et 8, mais le typage sanguin n’est commercialement disponible que pour DEA 1, 4, 5 et 7. Les 
érythrocytes canins peuvent être positifs ou négatifs envers un de ces groupes (par exemple, 
DEA 4 positif ou négatif).  Contrairement aux chats, aucun allo-anticorps naturel possédant 
une importance clinique ne semble présent chez le chien avant sensibilisation par iso-
immunisation au moyen d’une transfusion (la gestation n’a pas été prouvée comme cause de 
sensibilisation) (Giger, 2000) (Giger, 1995) (Giger, Blais, 2005). 
Le groupe sanguin canin le plus important est le DEA 1, car il provoque une forte production 
d’allo-anticorps par sensibilisation d’un receveur DEA 1 négatif par un donneur DEA 1 positif, 
à l’origine d’une réaction hémolytique transfusionnelle aigue chez un receveur DEA 1 négatif 
précédemment transfusé avec du sang DEA 1 positif. Des études de population montrent que 
33 à 60% des chiens sont DEA 1 positifs (Kessier, 2010) (Euler, Lee, 2016). Alors que des travaux 
précédents subdivisaient le système DEA 1 en des antigènes séparés – DEA 1.1, 1.2, et 1.3 – 
des études plus récentes utilisant un nouvel anticorps DEA 1 monoclonal décrivent l’antigène 
DEA 1 comme un pattern dominant autosomal hérité à 4-5 allèles. Cela signifie que, plutôt 
que de présenter une positivité envers DEA 1.1, 1.2, ou 1.3, la positivité est gradée en « force » 
de 1+ à 4+ pour DEA 1 et dépend de la forme du gène hérité (Polak, 2015) (Acierno, 2014). De 
plus, il n’a pas été prouvé qu’un sang DEA 1 faiblement positif induise une production 
d’alloanticorps chez un chien DEA 1 négatif ou qu’un sang DEA 1 faiblement positif réagisse à 
un donneur DEA 1 fortement positif après avoir été sensibilisé. 
Les autres antigènes du système DEA avec une moindre importance clinique chez le chien sont 
le 3, le 4, le 5, et le 7. Des allo-anticorps envers les groupes DEA 3, 5 et 7 sont décrits, bien 
qu’aucune réaction transfusionnelle aigue suite à une allo-immunisation n’ait été rapportée 
(Tocci, 2010) (Hale, 1995) (Hale, 2006) (Swisher, 1962) (Blais, 2009). Des réactions 
transfusionnelles retardées (espérance de vie plus courte des hématies transfusées) sont 
cependant décrites après plusieurs transfusions de sang DEA 3, 5 ou 7 positifs vers des 
receveurs sensibilisés (Tocci 2010) (Hale, 1995) (Swisher, 1962) (Blaid, 2009). Des réactions 
transfusionnelles hémolytiques aigues sont possibles et ont été rapportées envers DEA 4, dans 
le cadre d’un receveur DEA 4 négatif transfusé pour la seconde fois avec un donneur DEA 4 
positif (Melzer, 2003). La plupart des chiens étant de type DEA 4 positif, la probabilité qu’une 
réaction hémolytique aigue se produise est réduite (Zaremba, 2018). De ce fait, en considérant 
la faible proportion de chiens DEA 4 négatifs, les chiens négatifs pour DEA 1, 3, 5 et 7, et 
positifs pour DEA 4, pourraient être décrits comme « donneurs universels » (Davidow, 2013) 
(Tocci, 2010) (Melzer, 2003). 
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Néanmoins, des données récentes présentent des résultats divergents quant à la présence 
d’allo-anticorps naturels contre des antigènes sanguins connus (par exemple DEA 7) ou 
inconnus, des résultats d’incompatibilité sanguine ayant été rapportés pour des chiens naïfs 
de toute transfusion (Odunayo, 2017) (Guzman, 2016) (Villarnovo, 2016). Dans la plupart de 
ces études, des anticorps anti-DEA 7 sont impliqués (Blais, 2009) (Spada, Proverbio, Baggiani, 
2016) (Spada, Proverbio, Viñals Flórez, 2016) (Spada, 2018), mais bien que ces anticorps 
naturels puissent être présents, leur importance clinique n’a pas été démontrée. 
 
ii. Les groupes sanguins hors du système DEA 
 
Bien que le système DEA ait longtemps représenté la nomenclature acceptée pour les 
groupes sanguins canins, de nouveaux antigènes continuent à être découverts hors du 
système DEA. Ainsi, l’antigène Dal a été mis en évidence en 2007 après qu’un Dalmatien ait 
développé une sensibilité après avoir reçu des transfusions répétées compatibles dans le 
système DEA (Blais, 2007). 
Des recherches postérieures ont depuis prouvé que l’antigène Dal possédait une héritabilité 
autosomale et que certaines races fréquemment utilisées pour le don de sang comme les 
Lévriers, les Labradors et les Golden Retrievers, étaient 100% positives pour Dal. De plus, une 
étude a prouvé que 12% des Dalmatiens, 42% des Dobermans, et 57% des Shih Tzus sur une 
population de 1130 chiens étaient Dal négatifs, soit à plus haut risque de sensibilisation après 
une première transfusion (Goulet, 2017). Le groupage sanguin pour Dal n’étant pas disponible 
au chevet du patient, le type de réaction transfusionnelle potentiellement provoquée chez un 
receveur sensibilisé recevant une seconde transfusion avec du sang Dal positif est inconnue.   
Deux antigènes additionnels, Kai 1 et Kai 2, ont été identifiés en 2017 et évalués aux Etats-
Unis et en Corée du Sud (Euler, Lee, 2016) (Lee, 2017). Dans l’espèce canine, Kai 1 positif/ Kai 
2 négatif est le plus fréquemment retrouvé (94%), avec seulement 1% des chiens 
(majoritairement des Lhassa Apsos) Kai 1 négatif/ Kai 2 positif. Les chiens ne peuvent être 
positifs conjointement pour Kai 1 et 2, mais peuvent être négatifs pour les deux. Alors 
qu’aucun allo-anticorps naturel envers Kai n’a été découvert, des allo-anticorps ont été 
détectés chez des chiens précédemment transfusés (Euler, Lee, 2016). L’importance clinique 
des allo-anticorps chez des receveurs sensibilisés n’a pas encore été évaluée.  
Malgré une évolution grandissante des connaissances des antigènes sanguins canins, il reste 
très probablement de nombreux antigènes non identifiés (Kessler, Reese, 2010) (Goy-Thollot, 
2017) (Odunayo, 2017). Ceux-ci rendent ainsi le « match parfait » de prévention d’une 
réaction impossible lors d’une transfusion canine, le test et la compatibilité entre donneur et 
receveur avant une transfusion ne garantissant pas l’absence de réactions possiblement 
imputables à des antigènes sanguins non testés et non identifiés.  
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d. Cross-matching 
 
Le cross-match est une simulation in vitro de ce qui se déroulerait in vivo si une 
transfusion était réalisée. Cette méthode sérologique est utilisée pour détecter les 
incompatibilités entre le sang du donneur et du receveur, en permettant la détection de 
réactions entre anticorps et antigènes de groupe sanguin, sans cependant pouvoir les 
identifier (Davidow, 2013) (Tocci, 2010). Deux types de cross-match sont réalisés en 
pratique : le cross-match majeur et le cross-match mineur (Figure 1).  
- Le cross-match majeur : les hématies du donneur sont mélangées avec le plasma du 
receveur afin d’évaluer l’adhésion d’anticorps présents dans le plasma du receveur aux 
hématies du donneur, se manifestant par une hémolyse ou agglutination (Tocci, 2010) 
(McMichael, 2009). 
 
- Le cross-match mineur : les hématies du receveur sont mélangées avec le plasma du 
donneur afin d’évaluer la présence d’anticorps chez le donneur pouvant réagir avec les 
hématies du receveur (Tocci, 2010) (McMichael, 2009). 
 
 
Figure 1 : Description générale du principe du test cross-match (Nectoux, 2018). 
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Le but du cross-match est la prévention de réactions transfusionnelles immuno-médiées 
pouvant résulter en une hémolyse immédiate (Tocci, 2010) (Guzman, 2016) (Vap, 2010). 
Cependant, même dans le cas d’un résultat compatible, une survie appropriée des 
érythrocytes et/ou l’élimination complète du risque de réaction transfusionnelle ne peuvent 
être garanties. De plus, un faible taux d’anticorps pourrait ne pas permettre la détection d’une 
agglutination suffisante lors du test mais être à l’origine d’une réaction transfusionnelle in vivo 
(Davidow, 2013) (Tocci, 2010) (McMichael, 2009) (Zaremba, 2018).   
Le cross-match peut être réalisé au sein de la clinique à l’aide de kits ou auprès d’un 
laboratoire externe ; la dernière possibilité étant la plus fiable du fait de la complexité du test, 
cependant, cela implique un certain délai avant l’obtention des résultats.   
Dans le cas d’un premier acte transfusionnel chez le chien, Maglaras et al. (2017) ont 
démontré que les complications transfusionnelles (dont l’hémolyse) sont plus fréquentes 
lorsque le cross-match n’est pas réalisé. De plus, les équipes de Odunayo et de Marshal ont 
prouvé l’existence d’incompatibilités immunologiques entre un animal recevant sa première 
transfusion et son donneur potentiel (Odunayo, 2017) (Marshall, 2020). Egalement, 
l’hématocrite post-transfusionnel est plus élevé chez des chiens ayant bénéficié d’un cross-
match (Odunayo, 2017), dont une explication possible est l’immunisation post-
transfusionnelle pour DEA 1 (Giger, Gelens, 1995) (Guidetti, 2019), DEA 4 (Melzer, 2003) ou 
un autre antigène commun (Callan, 1995). Enfin, Davidow et al. suggèrent que la réalisation 
d’un cross-match majeur n’est pas nécessaire chez des chiens naïfs de toute transfusion, mais 
qu’avec les connaissances grandissantes au sujet des allo-anticorps, la décision de sa 
réalisation en pratique doit être raisonnée par la méthode utilisée, son coût, ainsi que l’état 
d’urgence du patient (Davidow et al, 2021).  
Lors de transfusions subséquentes chez le chien, le cross-match est fortement recommandé 
dès plus de quatre jours après la précédente transfusion, indépendamment des tests réalisés 
antérieurement, des études de laboratoires et des rapports de cas ayant documenté des 
réactions hémolytiques transfusionnelles aigues chez des chiens précédemment transfusés et 
immunisés envers DEA 1, DEA 4 et un autre antigène inconnu (Swisher, 1962) (Giger, Gelens, 
1995) (Callan, 1995) (Melzer, 2003) (Davidow, 2021). 
La réalisation du cross-match avant une première transfusion chez le chat est controversée. 
Du fait de la possibilité d’incompatibilité au cross-match majeur pour des chats n’ayant jamais 
reçu de transfusion, le cross-match, comme le groupage sanguin, est toutefois recommandé 
avant chaque transfusion lorsque cela est possible (Binvel, 2021) (Humm, 2020) (Martinez-
Sogues, 2020), bien que certains émettent des doutes sur sa nécessité (Safrany, 2020). En 
situation d’urgence, la réalisation du cross-match peut ne pas être possible. Néamoins, elle 
est fortement recommandée dans le cas où l’historique transfusionnel du chat receveur est 
inconnu, dans le cas d’une réaction à un précédent acte transfusionnel, ou lors d’une 
transfusion espacée de plus de deux jours de la précédente. Cette limite de deux jours a été 
énoncée suite à l’identification de cross-match majeurs incompatibles dès deux jours après un 
acte transfusionnel avec cross-match compatible (Hourani, 2017). 
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B. Sélection des donneurs 
 
Les individus donneurs de sang doivent être en bonne santé, âgés de 1 à 8 ans, et avoir 
un poids vif au-delà de 4,5 kg pour les chats pour un don de 10 à 12 mL/kg (don généralement 
de 40 à 50 mL), et au-dessus de 23 kg pour les chiens pour un don de 10 à 15 mL/kg (soit 250 
à 450 mL). Les chiens de plus petit format peuvent être utilisés si proportionnellement moins 
de sang est collecté. Ils doivent être d’un tempérament calme et aisément manipulables de 
sorte à limiter l’emploi de sédatifs. Les vaccinations et contrôles parasitaires courants doivent 
être à jour, et le donneur félin doit idéalement vivre en intérieur strict sans introduction 
récente de chat au sein du logement. Aucun traitement récent ne doit avoir été administré, 
et l’individu ne doit ni être gestant ni avoir reçu de transfusion antérieure. Les femelles ayant 
déjà eu une portée peuvent rentrer dans le programme de don.  
Un bilan biologique annuel des donneurs, dont une numération de formule sanguine avec 
lecture du frottis sanguin, une biochimie plasmatique, et une coprologie, est recommandé. De 
plus, la prise complète des commémoratifs et un examen clinique doivent être réalisés avant 
chaque acte de don, ainsi que la détermination du taux d’hématocrite et la concentration en 
hémoglobine sanguine a minima (Taylor, 2021). Le taux d’hématocrite ou l’hémoglobinémie 
doivent être supérieurs à 40% et à 13 g/dL respectivement pour les donneurs canins, et plus 
de 30% et de 10 g/dL respectivement pour les donneurs félins (Wardrop, 2005). 
Les donneurs doivent recevoir une alimentation équilibrée de qualité et peuvent être 
supplémentés en sulfate ferreux si la collecte sanguine a lieu toutes les 4 à 6 semaines (Giger, 
2015). En pratique, les dons sont espacés de 8 à 12 semaines de sorte à limiter le risque 
d’anémie ferriprive.  
Les cardiomyopathies occultes félines sont exclues à l’aide d’un examen échocardiographique 
préalablement à l’entrée dans un programme de don, sachant que 30% des chats souffrant 
d’affection cardiaque ne présentent pas de souffle à l’auscultation (Paige, 2009). Cependant, 
certains cliniciens n’emploient pas l’échocardiographie et excluent les individus présentant un 
souffle cardiaque, un bruit de galop ou une arythmie, ou effectuent un dosage sérique du NT-
proBNP dont le test a été démontré fiable pour identifier les chats atteints de 
cardiomyopathies occultes (Fox, 2011). 
 
C. Indications de la thérapie transfusionnelle 
 
Les transfusions sanguines sont indiquées dans la gestion des anémies et coagulopathies, 
en tant que produit de réanimation liquidienne, et, plus rarement, pour d’autres indications 
comme les thrombocytopénies, thrombopathies, et hypoprotéinémies (Tableau 2). Le sang 
total frais (FWB, fresh whole blood) gardé entre 2 et 24°C, contient toutes les cellules et 
composants plasmatiques du sang, mais des préparations sanguines spécifiques permettent 
une utilisation plus sûre, en réduisant le risque de réaction transfusionnelle, et optimale de 
chaque don. Ainsi, le sang total peut subir une transformation afin de séparer le concentré 
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érythrocytaire (pRBCs, packed red blood cells) du plasma frais congelé (FFP, fresh frozen 
plasma). 
La décision transfusionnelle se prend au regard de l’ensemble de l’anamnèse et des 
commémoratifs du patient, sur des signes cliniques, résultats de laboratoire, de 
l’identification de la cause sous-jacente, et au moyen d’un jugement clinique solide. Bien que 
le taux d’hématocrite (PCV, packed cell volume) soit physiologiquement de plus de 30%, la 
délivrance de l’oxygène chez un animal au repos et normovolémique peut être maintenue 
jusqu’à un PCV de 10% (même si cela peut être tout à fait inadéquat dans de nombreux cas). 
Ainsi, il n’existe pas d’indication transfusionnelle commune à tous les patients (i.e., des seuils 
limites d’hématocrite ou de temps de coagulation). Cependant, comme la transfusion 
présente des risques inhérents à sa pratique, le sang ne doit jamais être donné sans une 
indication claire ou avant d’avoir écarté des thérapies alternatives. De plus, les composants 
du sang représentent une ressource rare et ne doivent pas être utilisés sans une indication 
appropriée et une évaluation du pronostic (Giger, 2015). 
 
Tableau 2 : Produits sanguins, recommandations de stockage, et indications (Giger, 2015). 
Produit sanguin Stockage 
Température 
(°C) 
Indications 
Sang total frais (FWB) < 8 heures 2 à 24 
Déficit combiné en hématies et en plasma 
avec un besoin en plaquettes 
Sang total frais < 24 heures 4 
Déficience combinée en cellules rouges et 
en plasma sans besoin de plaquettes 
Sang total stocké  28 jours 4 
Anémie 
Hypoprotéinémie 
Concentré 
érythrocytaire (pRBC) 
28 jours 4 Anémie 
PRP ou concentrés 
plasmatiques 
24 heures* 20-24 
Thrombocytopénie avec un saignement 
mettant la vie en danger 
Plasma frais congelé 
(FFP) 
1 an <-20 à -40 
Déficience en facteurs de coagulation ; 
hypoprotéinémie 
Plasma stocké 1 à 2 ans <-20 à -40 Hypoprotéinémie 
Cryoprécipité 1 an <-20 à -40 
Maladie de von Willebrand 
Hémophilie A (et non B) 
Hypofibrinogénémie 
Cryoprécipité pauvre 
en plasma 
1 an <-20 à -40 
Hypoprotéinémie 
Certaines coagulopathies (facteurs II, VII, 
IX, XI) 
*si remué doucement continuellement 
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a. Produits érythrocytaires 
 
L’indication la plus commune de transfusion chez le chien et le chat est l’anémie. Elle 
correspond à une diminution de la « masse érythrocytaire » définie par une chute de 
l’hématocrite, de la concentration en hémoglobine ou du nombre d’érythrocytes sous une 
valeur seuil spécifique de l’espèce, et se traduit ainsi par une perte de la capacité du transport 
d’oxygène du sang et la conséquente ischémie tissulaire ou organique. Les valeurs seuils des 
érythrocytes varient selon l’automate utilisé et sont propres à chaque laboratoire. Les valeurs 
de la lignée rouge peuvent également varier dans le temps pour un animal donné (anémie 
physiologique du chiot et chaton en croissance). Dès son identification, une anémie doit être 
« caractérisée » et sa cause déterminée.  
Une anémie peut résulter de deux mécanismes principaux : une perte de « masse 
érythrocytaire » par hémorragie ou hémolyse, ou un défaut de production d’érythrocytes par 
la moelle osseuse hématopoïétique (Figure 2) (Giger, 2015). En cas d’anémie d’apparition 
aiguë et d’évolution rapide, l’hypothèse d’une perte d’hématies est privilégiée. En cas 
d’anémie à l’évolution insidieuse et progressive, un défaut de production est à envisager en 
priorité. Une réticulocytose supérieure à 60 000 réticulocytes/µL et 100 000/µL 
respectivement chez le chat et le chien suggère le caractère régénératif de ce trouble, tandis 
qu’une valeur inférieure laisse envisager soit un début de régénération en cours, nécessitant 
une réévaluation quelques jours plus tard (anémie prérégénérative), soit l’absence de 
régénération. Les seuils évoqués ne sont pas absolus et doivent faire l’objet d’une réflexion 
individualisée pour chaque cas. 
Selon le type, la sévérité (Tableau 3), la rapidité, et l’évolution de l’anémie, une transfusion 
avec des produits érythrocytaires, que sont le concentré érythrocytaire stocké, le sang total 
frais, ou le sang total stocké, peut être justifiée. L’administration de concentré érythrocytaire 
(retrait du plasma après centrifugation) peut dans certains cas être préférable à l’utilisation 
de sang total, chez les patients souffrant de cardiopathie sous-jacente afin d’éviter une 
surcharge volémique (notamment chez le chat), ceux dont l’anémie est secondaire à une 
hémolyse plutôt qu’à une perte sanguine, ou encore de sorte à limiter le risque de survenue 
de réaction transfusionnelle. Les animaux souffrant d’une anémie progressive et rapide 
nécessitent en général d’être transfusés dès que le taux d’hématocrite atteint une valeur seuil 
de 20%- 25%, un patient souffrant d’anémie chronique pouvant tolérer des taux plus bas. 
Tableau 3 : Sévérité de l’anémie selon l’hématocrite (Villiers, 2016). 
Sévérité de l’anémie Chien Chat 
Légère 0,30-0,37 0,20-0,26 
Modérée 0,20-0,29 0,15-0,19 
Sévère 0,13-0,19 0,10-0,14 
Très sévère <0,13 <0,10 
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Figure 2 : Principales causes d’anémie chez les carnivores domestiques.  
 
En effet, les animaux sains peuvent tolérer une perte jusqu’à 20% de leur volume sanguin sans 
effet indésirable. Cependant, les animaux présentant une hémorragie aigue excédant 20% du 
volume sanguin peuvent bénéficier d’une transfusion en plus de la thérapie initiale de gestion 
du choc hypovolémique. Le taux d’hématocrite des animaux perdant du sang ne baisse pas 
avant plusieurs heures après le début de l’hémorragie, du fait de la contraction splénique et 
avant que les changements de fluides entre les différents compartiments ne se réalisent ou 
qu’une fluidothérapie ait été engagée. Par conséquent, d’autres paramètres – notamment 
cliniques - sont utilisés pour décider de l’institution d’une thérapie transfusionnelle, comme 
la couleur des muqueuses, le temps de remplissage capillaire, l’état de conscience et 
Anémie
Pertes sanguines
Hémorragie
- Cavitaire 
(traumatique ou non)
- Chirurgicale
- Parasitaire (pulicose, 
parasitoses 
intestinales)
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- Cutanéo-muqueuse
- Tumorale
Défaut d'hémostase
Thrombocytopénie
Thrombopathie
von Willebrand disease
Coagulopathies 
héréditaires
Coagulopathies 
acquises (CIVD, 
hépatique, 
rodenticides)
Hémolyse
- Héréditaire ou congénitale 
- Infectieuse
- Immunitaire: auto-immune ou 
dysimmunitaire secondaire 
(postinfectieuse, 
toxique/médicamenteuse, 
paranéoplasique)
- Toxique/ oxydative (zinc, 
cuivre, sulfamides 
antithyroïdiens, oignons, 
paracétamol)
- Hypophosphatémie
- "Microangiopathique" 
(vascularite, hémangiosarcome, 
carnicome, CIVD)
- Hémophagocytaire, 
histiocytaire
Erythropoïèse altérée
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- Processus inflammatoire 
chronique
- Néphropathie chronique
- Endocrinopathie 
(hypothyroïdie, 
hypocorticisme)
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ferriprive)
Atteinte intrinsèque de la 
moelle osseuse 
érythropoïétique
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à médiation immune)
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(oestrogènes, molécules 
anticancéreuses)
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- Dysmyélopoïèse immune ou 
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myélodysplasiques)
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d’activité, la fréquence cardiaque, la pression artérielle sanguine, la saturation de 
l’hémoglobine en oxygène et également la concentration sanguine en lactates et la valeur de 
l’excès de base. Dans la plupart des anémies secondaires à une perte aigue sanguine, la 
fluidothérapie seule restaure la perfusion des organes vitaux, et la transfusion de concentré 
érythrocytaire doit être considérée pour tout animal souffrant d’une hypoxie tissulaire 
secondaire à cette anémie. La baisse de l’hématocrite n’est pas une contre-indication à 
l’administration de fluides, et le prélèvement excessif de sang sur un animal malade à des fins 
diagnostiques doit être évité (Giger, 2015). 
Les déficits érythropoïétiques sont les causes les plus fréquentes d’anémies rapportées chez 
le chat présentant une indication à la transfusion de produits érythrocytaires, suivies par les 
pertes sanguines, alors que les anémies par hémolyse sont rencontrées moins fréquemment 
(5 à 25% des chats) (Korman, 2013) (McClosky, 2018) (Sylvane, 2018) (Martinez-Sogues, 2020). 
Les contextes sous-jacents fréquemment associés au développement d’une anémie non 
régénérative chez le chat, et la nécessité potentielle de l’initiation d’une thérapie 
transfusionnelle, sont la maladie rénale chronique, le lymphome, une maladie inflammatoire 
systémique, des affections infectieuses, les pathologies de la moelle osseuse (Winzelberg, 
2019) et des affections chroniques non spécifiques (Martinez-Sogues, 2020). Un facteur 
souvent négligé est la phlébotomie répétée ; une étude a en effet montré que 74% des chats 
non anémiques dans une unité de soins intensifs développent une anémie au cours de leur 
hospitalisation (Balakrishnan, 2016). 
Les pertes sanguines sont la cause la plus fréquente d’indication à la transfusion sanguine chez 
le chien, suivies des anémies hémolytiques et enfin des défauts de production 
érythropoïétique (Kerl, 1993) (Callan, 1996) (Godinho-Cunha, 2011). Enfin, la principale 
affection rapportée chez les chiens bénéficiant d’une transfusion de sang total ou de 
concentré érythrocytaire est l’anémie hémolytique à médiation immune, suivie par les 
processus néoplasiques (Holowaychuk, 2014). 
 
b. Produits plasmatiques 
 
Le plasma séparé des érythrocytes dans les 8 heures après la collecte sanguine est 
défini comme du plasma frais. Il peut de plus être préparé pour sa congélation et stocké (-20°C 
à -40°C) dans les établissements le permettant, pour une durée pouvant aller jusqu’à un an ; 
ce type de produit est défini comme du plasma frais congelé (FFP). Le plasma conservé à 
température ambiante plus de 8 heures ou congelé plus de 1 an perd les facteurs de 
coagulation labiles. Le plasma frais congelé stocké depuis plus d’un an et moins de 4 ans est 
nommé plasma congelé. Le plasma frais et le FFP contiennent tous les facteurs de coagulation, 
dont des protéines de l’hémostase (facteurs de coagulation, facteur de von Willebrand, 
protéines anticoagulantes et fibrinolysines), de l’albumine et des immunoglobulines.  
Leur indication principale en médecine vétérinaire est le traitement des hémorragies 
secondaires à des coagulopathies héritées ou acquises. Il est également rapporté une 
utilisation de ces produits dans le cas d’hypotension, d’insuffisance hépatique, de néoplasie 
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et sepsis chez le chat (Lane, 2020). Bien que les bénéfices d’une administration prophylactique 
de plasma chez le chat souffrant de coagulopathie (sans signe clinique de saignement) soumis 
à une procédure invasive sont incertains, une étude la rapporte comme indication principale 
à la transfusion de FFP (Mansi, 2020). L’intoxication aux anticoagulants rodenticides est 
également une indication à l’utilisation de FFP ou de FWB (Mansi, 2020) (Kohn, 2003) 
(Weingart, 2004). Les défauts d’hémostase hérités ne sont pas fréquemment diagnostiqués. 
Le plasma permet de fournir un apport de facteur de von Willebrand ou de facteur VIII ou IX 
chez les individus souffrant de VWD, d’hémophilie A ou B, respectivement, lors de 
saignements, auquel le sang total frais peut être une alternative. 
Le FFP est également utilisé afin de corriger des états d’hypoprotéinémies chez des animaux 
souffrant de néphropathies protéinuriques et d’entéropathies exsudatives, bien que son effet 
oncotique semble moindre en comparaison aux colloïdes de synthèse commercialisés (Snow, 
2010).  Un taux d’albuminémie inférieur à 1,5g/dL est une indication à la thérapie plasmatique 
du fait de l’importance de cette protéine dans le transport de molécules médicamenteuses, 
d’hormones, des métaux, composés chimiques, toxines et enzymes, mais de larges volumes 
sont requis (40 à 50 mL/kg pour une augmentation de 1 g/dL d’albumine plasmatique), et ainsi 
non réalisé en pratique. Un produit albuminémique lyophilisé canin est disponible sur le 
marché (Californie) et semblerait permettre la diminution du risque de surcharge circulatoire 
associée à la transfusion de produit plasmatiques et de réactions d’hypersensibilité associées 
à l’utilisation d’albumine humaine.  
Le cryosurnageant (cryosuper) constitue la partie haute du plasma frais congelé après 
décongélation lente et centrifugation, et contient de l’albumine, des globulines, 
l’antithrombine, la protéine C, la protéine S et les facteurs de coagulation II, VII, IX, X, XI et XII. 
La partie restante est le cryoprécipité (cryoPP), produit riche en fibrinogène, facteur VIII et 
facteur de von Willebrand, disponible pour l’espèce canine. C'est la première étape de 
fractionnement du plasma. Du cryoprécipité pauvre en plasma peut être administré dans le 
traitement de coagulopathies ou d’hypoprotéinémie lorsque les expanseurs plasmatiques 
n’ont montré qu’un effet limite ou présentent des effets secondaires (GIger, 2015). 
 
c. Produits plaquettaires 
 
Les plaquettes ont une espérance de vie limitée (1 semaine) et ne peuvent pas être 
facilement stockées (<8 heures à température ambiante avec agitation), les produits 
plaquettaires sont donc rarement transfusés. Du fait du défi technique associé à la préparation 
de plasma riche en plaquettes (PRP) et de concentrés plaquettaires, les individus nécessitant 
une transfusion de produit plaquettaire bénéficient plus fréquemment d’une transfusion de 
sang total frais, bien que cela ne puisse corriger convenablement une thrombocytopénie. Pour 
être efficace, une unité de concentré plaquettaire doit contenir au moins 7×10^10 plaquettes 
(Abrams-Ogg, 1993). Il n’existe que peu d’indications à la transfusion de produits 
plaquettaires, parmi lesquelles les hémorragies non contrôlées ou menaçant la vie de l’animal 
(e.g., hémorragie pulmonaire) associées à une thrombocytopénie ou thrombopathie, et la 
transfusion massive (effet dilution des facteurs de coagulation et des plaquettes du receveur). 
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La thrombocytopénie à médiation immune - peu commune chez le chat (Wondratschek, 
2010), mais bien décrite chez le chien - peut mener à une anémie sévère par perte sanguine, 
pouvant être une indication à la transfusion de FWB (Giger, 2015). Les animaux souffrant de 
saignement secondaire à une thrombopathie requièrent l’administration de plaquettes 
fonctionnelles (sous la forme de sang total frais pour des raisons pratiques) afin de contrôler 
le saignement (Callan, 2000).  Les plaquettes cryopréservées ont une faible espérance de vie 
et perdent leur fonction rapidement, mais des plaquettes lyophilisées peuvent être utilisées 
pour retrouver une hémostase adéquate (Kuo, 2020).  
 
d. Autotransfusion  
 
L’autotransfusion est une technique de transfusion autologue dans laquelle du sang 
récupéré d’un saignement per-opératoire ou d’une hémorragie intra-cavitaire (hémothorax 
ou hémopéritoine) est retransfusé au même patient après une étape de filtration. Le cross-
match ou le groupage sanguin n’est donc pas requis. L’administration du sang collecté suit les 
mêmes techniques que l’administration d’un sang de donneur vers un receveur. L’intérêt de 
l’utilisation d’un anticoagulant plutôt qu’un autre n’a pas été démontré. Du sang contaminé 
par de l’urine, de la bile, des agents infectieux ou provenant d’une effusion hémorragique 
maligne ne doit jamais être réadministré par voie intra-veineuse (Chiaramonte, 2004). Enfin, 
du sang en contact avec le péritoine devient défibriné au bout d’une heure et l’ajout 
d’anticoagulant augmente le risque d’hypocalcémie.  
L’autotransfusion autologue se réfère aussi au don du sang du patient de 4 semaines à 
quelques jours avant une procédure chirurgicale prévue avec risque d’une perte sanguine 
conséquente. Le sang du patient est dilué à l’aide de solutions cristalloïdes et colloïdes, et est 
infusé en cas de saignement excessif durant l’intervention.  
 
e. Xénotransfusion 
 
La xénotransfusion se définit comme le transfert de sang d’une espèce à une autre. 
L’administration avec succès de sang total ou de concentré érythrocytaire de chien vers le chat 
a été documentée et peut être réalisée en cas de nécessité absolue et seulement une seule et 
unique fois (Bovens, 2013) (Oron, 2017). Dans certaines circonstances, du sang canin peut être 
plus facilement accessible que du sang félin, et surtout en volumes plus conséquents, raisons 
de son utilisation occasionnelle (Poh, 2021).  
Les indications potentielles de la xénotransfusion du chien vers le chat comprennent une 
précédente réaction transfusionnelle à un produit sanguin félin, un temps insuffisant pour le 
groupage sanguin du receveur, ou l’indisponibilité de produits sanguins félins adéquats en 
quantité suffisante. La xénotransfusion est principalement utilisée pour la stabilisation de 
courte durée du chat anémié, permettant un gain de temps pour les investigations, pour 
l’obtention du sang félin compatible, ou de temps à l’érythropoïèse endogène pour corriger 
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l’anémie (Bovens, 2013) (Oron, 2017) (Euler, Raj, 2016) (Le Gal, 2020), avec ou sans traitement 
approprié. Typiquement, 25 mL de pRBCs ou 30 à 50 mL de FWB sont administrés de la même 
façon que du sang félin compatible serait administré, avec un choix de volume minimal 
nécessaire à la stabilisation du patient selon les formules présentées plus loin.  
Des anticorps envers les hématies du donneur canin sont détectables 4 à 7 jours suivant la 
transfusion du sang canin au receveur félin (Euler, Raj, 2016), menant à la destruction des 
érythrocytes du donneur et une réaction hémolytique retardée, soit une espérance de vie plus 
faible des hématies du donneur canin en comparaison de celles d’un donneur félin compatible 
(30 jours) (Marion, 1983). Une transfusion répétée ultérieure de sang canin à un chat 
conduirait au développement d’une réaction transfusionnelle sévère très rapide à immédiate, 
une réaction anaphylactique et probablement la mort du receveur (Bovens, 2013). Des 
complications à court terme sont rapportées suivant la xénotransfusion de façon similaire aux 
transfusions entre chats (allotransfusions), avec en première position un syndrome fébrile non 
hémolytique dans 12% des cas (Le Gal, 2020). Une hémolyse retardée, se manifestant 
généralement par l’apparition d’un ictère, se produit chez 64% des chats au bout de 2 jours 
en moyenne (de 1 à 6 jours) suivant la transfusion, traduisant de courts bénéfices de la 
xénotransfusion en comparaison à l’allotransfusion (Le Gal, 2020) (Taylor, 2021).  
Le résultat des cross-match pré-xénotransfusionnels ne permet pas de prédire le 
développement de réactions transfusionnelles (Euler, Raj, 2016) (Le Gal, 2020). Dans une 
étude, le devenir à long terme des chats ayant bénéficié d’une xénotransfusion s’est révélé 
associé à leur affection primaire (Le Gal, 2020). Ceux s’étant rétablis n’ont pas souffert d’effets 
adverses pouvant être directement attribués à la xénotransfusion en elle-même. 
 
D. Pratiques du don du sang 
 
a. Contention chimique du donneur 
 
Les donneurs canins sont généralement non sédatés, et il est possible, bien que rare 
et plus difficile, de réaliser la collecte de sang sur des chats vigiles et coopératifs à l’aide d’une 
équipe expérimentée. Même si les patients se montrent coopératifs, le don de sang peut être 
perçu comme une expérience négative pour les donneurs. Le stress induit par la manipulation 
peut affecter la composition cellulaire et chimique du sang (e.g., hyperglycémie), notamment 
chez le chat (Rand, 2002). Ainsi, le choix d’un protocole de sédation de courte durée (30 min) 
permet d’éviter une expérience inconfortable et des interventions répétées avec risques de 
blessure pour l’équipe de soins.  
La contention chimique des individus donneurs est semblable à n’importe quelle procédure 
anesthésique, un examen clinique pré-anesthésique et un jeûne de 6h sont donc obligatoires. 
Certains sédatifs, comme l’acépromazine, interfèrent avec la fonction plaquettaire et sont à 
l’origine d’une hypotension et ne doivent donc pas être utilisés.  
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b. La collecte sanguine en pratique  
 
i. Les solutions anticoagulantes conservatrices 
 
Les solutions anticoagulantes conservatrices le plus souvent utilisées lors de la collecte 
sanguine pour la transfusion sont le ACD-A (solution anticoagulante citrate-dextrose), CPD 
(citrate-phosphate-dextrose) et le CPDA-1 (citrate-phosphate-dextrose-adénine-1). Le volume 
d’anticoagulant utilisé et la durée de stockage de l’unité sanguine collectée varie en fonction 
de la solution utilisée et de la méthode de collection. Le ACD-A, le CPD et le CPDA-1 sont 
généralement utilisés au ratio de 1 mL d’anticoagulant pour 7 à 9 mL de sang. Le citrate de 
sodium (3.2% ou 3.8%) seul peut être utilisé au ratio de 1 mL pour 9 mL de sang si celui-ci est 
administré dans les 24 heures suivant la collection. L’emploi d’héparine n’est pas recommandé 
(Taylor, 2021). 
 
ii. Les dispositifs de collecte du sang 
 
Les systèmes de collecte de sang sont définis comme « ouverts » ou « fermés ». Un 
système fermé permet une unique exposition à l’air de la poche collectrice et de son contenu 
avant son administration (lors de la mise à nue de l’aiguille de ponction veineuse). Il 
correspond au système de collecte humaine et est celui qui est utilisé le plus fréquemment.  
Un système ouvert, anciennement et jusqu’à récemment utilisé pour la collecte de sang félin, 
est un système de collecte dans lequel il existe d’autres sites potentiels de contamination 
bactérienne, lors de la collecte ou bien de la transformation du sang. Des seringues ou des 
poches vides peuvent être utilisées par exemple, dans lesquelles la solution anticoagulante 
est manuellement ajoutée par l’opérateur. Les produits sanguins collectés selon ce type de 
système doivent idéalement être administrés dans les 4 heures ou bien dans les 24 heures si 
stockées au réfrigérateur.  
Un dispositif de système fermé est disponible depuis peu pour l’espèce féline, et a été étudié 
pour le stockage de sang durant 35 jours. Une des huit unités sanguines évaluées a montré un 
résultat positif lors de la culture bactérienne pour Serratia marcescens au jour 35 mais pas au 
jour 0 (Crestani, 2018), soulignant le fait que la contamination bactérienne lors de la collecte 
du sang est un risque quel que soit le système utilisé. Concernant la contamination 
bactérienne, aucune différence n’a été observée en comparaison avec un système ouvert 
(Binvel, 2020). Dans une autre étude, des unités sanguines collectées au moyen de systèmes 
ouverts par une équipe expérimentée avec des méthodes appropriées et aseptiques n’ont 
montré aucune contamination bactérienne après 35 jours de stockage (Spada, 2019), 
rejoignant les dernières recommandations selon lesquelles le choix de système importe moins 
que les bonnes méthodes de collecte (Davidow, 2021). 
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iii. La ponction veineuse 
 
La veine jugulaire est la zone de ponction veineuse recommandée du fait de sa taille 
et de son accessibilité. Des techniques d’asepsie strictes minimisent le risque contaminant 
(tonte et désinfection de la zone). La sédation est conseillée pour réduire l’anxiété, les 
mouvements potentiels et le traumatisme veineux, notamment chez le chat où des détresses 
respiratoires et cardiovasculaires sont rapportées (Doolin, 2017) (Abreu, 2021), bien que tous 
les individus se soient totalement rétablis. L’animal peut être positionné en décubitus latéral, 
en décubitus sternal, ou bien assis ou debout au choix du collecteur et selon la tranquillisation 
de l’animal. Chez le chien, les races asiatiques (Shar-peï, Akita Inu, Shiba Inu, Tosa Inu) ne sont 
de préférence pas inclues dans les programmes de don de sang du fait de la taille augmentée 
de leurs hématies. 
La dose maximale de volume sanguin de don est de 20 mL/kg, les volumes habituels collectés 
allant de 10 à 15 mL/kg pour des chiens de 25 kg ou plus ou d’une poche classique d’unité 
sanguine de 450 ± 50 mL, et de 10-12 mL/kg ou de 40 mL (unité sanguine féline classique) pour 
des chats de 4,5 kg ou plus (Giger, 2015), correspondant à 20% du volume sanguin total (90 
mL/kg pour le chien, 60 mL/kg pour le chat). Après la collecte sanguine et au cours du réveil 
pour ceux ayant reçu une sédation, les donneurs doivent être surveillés (couleur des 
muqueuses, température, pouls, fréquence respiratoire, et pression artérielle éventuelle) 
jusqu’à ce que les paramètres vitaux aient retrouvé des valeurs normales et que l’individu soit 
ambulatoire. La nécessité d’une fluidothérapie post-don par voie intra-veineuse ou sous-
cutanée est controversée et peut être considérée chez le chat du fait du risque hypotensif 
(Spada, 2017) (Rudd, 2013). Les donneurs peuvent être collectées toutes les 4 à 6 semaines, 
mais les intervalles préférés en pratique s’étendent plus généralement de 8 à 12 semaines 
sans supplémentation requise en fer. 
 
c. Transformation et stockage du produit sanguin 
 
i. Les transformations du sang total collecté  
 
Différents produits sanguins peuvent être préparés à partir d’une poche sanguine 
collectée par des méthodes de séparation, comme la centrifugation, dans les 8 heures suivant 
sa collection. Ainsi, le sang total frais (whole blood bag) peut être séparé en concentré 
érythrocytaire (PRBC), plasma riche en plaquettes (PRP) ou concentré plaquettaire, plasma 
frais congelé (FFP), cryoprécipité (Cryosuper), et cryoprécipité pauvre en plasma (CryoPP) 
selon les recommandations techniques du Technical Manual of the American Association of 
Blood Banking, mais cela nécessite un personnel expérimenté et des équipements spécifiques 
(Figure 3).  
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Figure 3 : Séparation des dérivés sanguins à partir de sang total frais (Source : cornell.edu). 
 
ii. La leucoréduction 
 
Les leucocytes provenant de sang stocké peuvent être à l’origine d’inflammation, de 
lésions d’ischémie-reperfusion, et de transmission d’agents infectieux. La leucoréduction 
consiste à retirer les leucocytes du sang obtenu lors d’un don. Leur filtration au moment de la 
collecte du sang (avant stockage) est préférée car elle permet leur élimination avant leur 
apoptose et nécrose, et avant qu’ils ne puissent libérer les produits de leur dégradation et des 
composés inflammatoires tels que l’histamine, l’inhibiteur de l’activateur du plasminogène-1 
et la myélopéroxydase (Nielsen, 1997). Il a été démontré que la leucoréduction diminuait la 
réponse inflammatoire post-transfusionnelle de concentré érythrocytaire chez des chiens 
sains, et qu’elle était associée à de plus faibles taux d’hémolyse, de concentrations en 
cytokines inflammatoires, microparticules, en phospholipides pro-thrombotiques, et à une 
concentration plus élevée en acide 2,3-diphosphoglycérate (Sharma, 2010) (EkIz, 2012) (Corsi, 
2014) (Herring, McMichael) (Smith, 2015). Dans une population de chiens critiques, la 
leucoréduction n’a permis une réduction significative des marqueurs de l’inflammation post-
transfusionnelle que lorsque les unités de pRBCs avaient été stockées moins de 12 jours 
(Lozano, 2019). Les produits leucoréduits sont de plus en plus disponibles en médecine 
vétérinaire mais représentent un coût et une perte de volume sanguin (environ 60 mL sur un 
don de sang canin, et 8 mL lors de la filtration d’un sang collecté félin) (Schavone, 2012) (Kuo, 
2020). 
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iii. Le stockage des produits sanguins  
 
Le stockage des produits sanguins augmente leur disponibilité, mais les effets 
délétères du stockage augmentent le risque de réactions transfusionnelles adverses. En 
médecine vétérinaire, les unités de sang stockées longuement présentent des taux plus élevés 
en cytokines, hémoglobine (Hb) libre, phospholipides pro-thrombotiques et microparticules 
pro-inflammatoires à l’origine de la moindre viabilité des hématies, de leur agrégation et 
augmentant le risque de dommages oxydatifs (Corsi, 2014) (Smith, 2015) (Wurlod, 2015) 
(Herring, Smith, 2013). Les recommandations de stockage sont consultables en Tableau 2. 
L'Hb libre est un puissant capteur de l'oxyde nitrique (NO), un vasodilatateur endogène 
essentiel. Une baisse en biodisponibilité de NO au niveau capillaire donne lieu à une moindre 
perfusion organique, pouvant contribuer au syndrome de défaillance multi-organique 
(MODS). Les marqueurs d’hémolyse, comme le potassium, l’arginase-1 et l’hémoglobine libre, 
augmentent avec la durée de stockage dans les unités sanguines. La transfusion de produits 
sanguins collectés de plus de 14 jours a été documentée pour délivrer de nombreuses 
cytokines au receveur, favorisant un état inflammatoire systémique et le développement de 
réactions transfusionnelles (Giger, 2015). 
De plus, les fluctuations de températures altèrent fortement la durée de stockage ; le sang 
total et le concentré érythrocytaire doivent être gardés à 4 ± 2°C et les produits plasmatiques 
à moins de -20°C dans des réfrigérateurs et congélateurs dédiés à la banque de sang avec un 
suivi régulier de température.  
Enfin le stockage de concentré érythrocytaire induit la réduction graduelle de 2,3-
diphosphoglycérate érythrocytaire et l’accumulation d’ammonium. De plus fraiches unités de 
pRBCs permettent une durée de vie plus longue et une meilleure sécurité in vivo mais cette 
utilisation n’est pas toujours possible. Une attention particulière doit être portée aux animaux 
souffrant d’insuffisance hépato-cellulaire, plus à risque de développer une hypocalcémie 
secondaire à un défaut de métabolisme d’un anticoagulant infusé en grande quantité. Il n’est 
également pas recommandé d’utiliser un produit âgé de plus de 14 jours à un animal atteint 
d’insuffisance hépatique car aucune donnée n’est disponible vis-à-vis du risque 
d’hyperammoniémie. Les produits sanguins ayant été réchauffé à température ambiante ne 
doivent pas être de nouveau réfrigérés ni stockés. Les poches d’unités sanguines partiellement 
vidées doivent être utilisées dans les 24 heures suivant l’ouverture du fait du risque 
contaminant et de l’altération du produit. Les produits sanguins stockés doivent être 
régulièrement retournés et inspectés, et les unités décolorées éliminées (Giger, 2015). 
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E. Administration du produit sanguin 
 
a. Pratique 
 
Les techniques optimales d’administration d’érythrocytes sont inconnues. Le 
réchauffement au bain-marie (≤ 39°C) de la poche sanguine à la sortie du réfrigérateur est 
possible lors de son utilisation pour des situations cliniques spécifiques comme lors de risque 
d’hypothermie. Les poches sanguines sont ensuite raccordées de la façon la plus stérile 
possible à une tubulure bénéficiant d’un hémofiltre. Des tubulures avec un hémofiltre inclus 
dans le perfuseur peuvent être utilisés, permettant la filtration des amas plaquettaires et 
hématiques. Dans le cas d’une transfusion de produit plaquettaire, un set de transfusion sans 
latex doit être utilisé afin de prévenir l’agrégation plaquettaire. Des filtres leuco-réducteurs 
peuvent également être placés au moment de la transfusion.  
Les composés sanguins sont administrés de préférence par voie intraveineuse, bien qu'un 
cathéter intra-osseux puisse être utilisé lorsque l'accès veineux ne peut être obtenu. 
L'administration simultanée de médicaments ou de liquides autres que le sérum 
physiologique doit être évitée afin de prévenir la lyse des érythrocytes et la coagulation. Les 
solutés contenant du calcium, du glucose, hypotoniques ou hypertoniques ne doivent pas être 
administrés par la même ligne intraveineuse que la transfusion. De même l’animal ne doit pas 
être alimenté durant la transfusion. L’écoulement de sang au goutte-à-goutte est préféré, la 
plupart des pompes à perfusion n’étant pas fiables pour l'administration de transfusions de 
globules rouges et de plaquettes (Giger, 2015). Cependant, le pousse seringue peut être utilisé 
chez les receveurs félins pour limiter les obstacles à l’écoulement par gravité et 
l’augmentation conséquente de la durée de l’acte transfusionnel, et les risques de 
contamination bactérienne et d’altération cellulaire associés. Une étude publiée en 2011 met 
en évidence la moindre survie des érythrocytes transfusés particulièrement lors de l’utilisation 
de pompes à perfusion, également diminuée lors du passage du sang au travers de pousse-
seringue, comparativement avec un écoulement par gravité, devant être préféré (McDevitt, 
2011). 
 
b. Volume et débit 
 
Le volume à administrer peut se calculer selon différentes formules, la plus connue 
étant celle selon laquelle une augmentation de 1% du taux d’hématocrite est permise par 
l’administration de 2 mL/kg de sang total, soit :  
(1) 𝑉𝑜𝑙𝑢𝑚𝑒 𝑊𝐵 à 𝑡𝑟𝑎𝑛𝑠𝑓𝑢𝑠𝑒𝑟 (𝑚𝐿) = 
2 ∗ 𝐴𝑢𝑔𝑚𝑒𝑛𝑡𝑎𝑡𝑖𝑜𝑛 𝑑′𝐻𝑐𝑡 𝑑é𝑠𝑖𝑟é𝑒(%) ∗ 𝑃𝑜𝑖𝑑𝑠 (𝑘𝑔) 
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Une autre formule incluant le taux d’hématocrite de la poche de produit sanguin en 
considérant la volémie de l’espèce cible peut également être utilisée : 
(2) 𝑉𝑜𝑙𝑢𝑚𝑒 𝑊𝐵 à 𝑡𝑟𝑎𝑛𝑠𝑓𝑢𝑠𝑒𝑟 (𝑚𝐿) = 
𝑃𝑜𝑖𝑑𝑠 (𝑘𝑔) ∗ 85 𝐶ℎ𝑖𝑒𝑛/ 65 𝐶ℎ𝑎𝑡 ∗
𝐻𝑐𝑡 𝑑é𝑠𝑖𝑟é − 𝐻𝑐𝑡 𝑟𝑒𝑐𝑒𝑣𝑒𝑢𝑟
𝐻𝑐𝑡 𝑑𝑜𝑛𝑛𝑒𝑢𝑟
  
 
Dans le cas d’une transfusion de concentré érythrocytaire, le volume calculé doit être multiplié 
par ½ à ¾ du fait du taux d’hématocrite du produit de 70 à 80% : 
(3)  𝑉𝑜𝑙𝑢𝑚𝑒 𝑝𝑅𝐵𝐶𝑠 à 𝑡𝑟𝑎𝑛𝑠𝑓𝑢𝑠𝑒𝑟 (𝑚𝐿) =   
𝐴𝑢𝑔𝑚𝑒𝑛𝑡𝑎𝑡𝑖𝑜𝑛 𝑑′𝐻𝑐𝑡 𝑑é𝑠𝑖𝑟é𝑒(%) ∗ 𝑃𝑜𝑖𝑑𝑠 (𝑘𝑔) 
 
Le débit transfusionnel est modulé selon le statut cardiovasculaire, l’état d’hydratation, la 
sévérité de l’anémie, les comorbidités et l’état général du receveur. Il n’existe aucune étude 
évaluant le débit initial recommandé de transfusion en médecine féline, canine ou humaine. 
En médecine humaine, il est recommandé d’initier lentement la transfusion durant les 15 
premières minutes, et d’augmenter ensuite le débit de sorte à compléter la transfusion en 4 
heures (Davidow, 2021). Les produits sanguins gardés plus de 4 heures à température 
ambiante présentent un plus haut risque de contamination bactérienne et / ou d’altération 
cellulaire. Des débits plus lents sont recommandés lors de la transfusion de patients 
euvolémiques ou dans le cas d’affections intercurrentes rénales ou cardiaques (transfusion se 
déroulant sur 4 à 6 heures). Néanmoins, une étude récente a décrit une absence de surcharge 
volémique associée à la transfusion de chiens et de chats suggérant que cet ajustement peut 
ne pas être pris en compte, mais un monitoring rapproché doit toutefois être apporté aux 
individus à risque (Donaldson, 2021). Les patients sévèrement cliniques de leur anémie 
peuvent bénéficier d’un bolus sur 1 à 2 heures. 
En pratique, chez les patients ne nécessitant pas d’apport volémique rapide, le sang transfusé 
doit être administré à un débit de 0,25 à 0,5 mL/kg/h sur les 15 premières minutes, avec un 
monitoring rapproché afin de détecter des réactions transfusionnelles pouvant se manifester 
cliniquement par des vocalisations, une tachycardie, du ptyalisme, des vomissements, de la 
diarrhée, un gonflement de la face, une urticaire, ou de la tachypnée voire une détresse 
respiratoire. Après cela, le débit peut être augmenté à 1 mL/kg/h durant les 15 minutes 
suivantes. En l’absence de réaction, le débit restant est calculé pour compléter la transfusion 
en 4 heures, ou en moins de temps si le cas le nécessite. 
L’ensemble des recommandations émises par Kuo et McMichael publiées en 2020 concernant 
la pratique de la transfusion sanguine sont consultables dans le Tableau 4. 
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Tableau 4 : Recommandations transfusionnelles (Kuo, 2020). 
Produit Composition Dose Débit Notes 
Sang total 
frais 
RBCs 
WBCs 
Plaquettes 
Plasma 
20 mL/kg 
5-10 mL/kg/h 
<4h 
2 mL/kg peut ↑ Ht 1% 
Ou formule (2) 
La fonction plaquettaire 
diminue à partir d’une heure 
Sang total 
stocké 
RBCs 
± WBCs 
Plasma 
± Facteurs V et 
VIII 
20 mL/kg 
5-10 mL/kg/h 
<4h 
2.2 mL/kg peut ↑ Ht 1% 
Les plaquettes ne sont pas 
viables 
>8h après collecte 
Concentré 
érythrocytaire 
RBCs 
± WBCs 
10-20 mL/kg 
5-10 mL/kg/h 
<4h 
1 mL/kg peut ± Ht 1% 
Plasma frais 
congelé 
Facteurs de 
coagulation 
Antithrombine 
Albumine 
Globuline 
10-20 mL/kg 
5-10 mL/kg/h 
<4h 
 
Cryoprécipité 
Facteur de vW 
Favteurs VIII, 
XIII 
Fibrinogène 
Fibronectine 
1 unité pour 
10 kg 
1-5 mL/kg 
5-10 mL/kg/h 
<2h 
Commencer 30 min avant la 
chirurgie 
Répéter q30 min en 
anticipation d’une chirurgie 
fortement invasive 
Cryoprécipité 
pauvre en 
plasma 
Facteurs II, VII, 
IX, X 
Albumine 
Anticoagulants 
Facteurs de la 
fibrinolyse 
10-30 mL/kg 
5-10 mL/kg/h 
ou 1-2 
mL/kg/h 
<4h 
 
Albumine 
(canine) 
Albumine 
Hypotension : 
450-800 
mg/kg 
Hypo 
albuminémie : 
maximum 
2g/kg 
≤ 1 mL/min 
< 6h 
Déficit albuminémique (g) = 
10* (albumine sérique désirée 
– albumine sérique receveur) 
* Poids (kg) * 0,3 
Plaquettes 
lyophilisées 
Plaquettes 
1 unité pour 5 
kg 
Bolus lent Filtre non recommandé 
 
c. Monitoring du receveur  
 
Les patients bénéficiant d’une transfusion de produit sanguin doivent être surveillés 
de manière très rapprochée, particulièrement pendant les 30 premières minutes, car c’est 
dans cet intervalle de temps que se produisent les réactions transfusionnelles les plus sévères. 
Un examen clinique est réalisé avant le début de la transfusion comprenant température 
corporelle, fréquence cardiaque, qualité des pouls, pression artérielle, couleur des 
muqueuses, fréquence et effort respiratoires, saturation de l’hémoglobine en oxygène 
mesurée par oxymétrie de pouls (SpO2), et état de conscience.  
43 
 
Ces paramètres sont contrôlés très fréquemment (initialement toutes les 5 minutes) sur les 
premières 30 à 60 minutes. Selon l’état clinique du patient, une machine peut être utilisée 
pour réaliser une surveillance continue de la fréquence cardiaque, l’électrocardiogramme, la 
SpO2, la pression artérielle et la température. L'évaluation des tendances des paramètres 
vitaux (par exemple, l'augmentation progressive de la fréquence cardiaque, de la fréquence 
respiratoire, de la température) est essentielle pour l'identification précoce d'une réaction 
transfusionnelle, et il est extrêmement important de s'assurer que des registres détaillés 
soient tenus tout au long de la transfusion. 
 
F. Réactions transfusionnelles 
 
Tableau 5 : Définitions et traductions des acronymes fréquemment utilisés dans la médecine transfusionnelle  
Acronyme 
anglophone 
Définition anglophone Traduction française 
AHTR Acute Hemolytic Transfusion 
Reaction 
Réaction transfusionnelle 
hémolytique aigue 
ARDS Acute Respiratory Distress 
Syndrome 
Syndrome de détresse respiratoire 
aigue 
DHTR Delayed Hemolytic Transfusion 
Reaction 
Réaction transfusionnelle 
hémolytique retardée 
DSTR Delayed Serologic Transfusion 
Reaction 
Réaction transfusionnelle 
sérologique retardée 
FNHTR Febrile Non Hemolytic Transfusion 
Reaction 
Réaction transfusionnelle fébrile 
non hémolytique 
HyTR Hypotensive Transfusion Reaction Réaction transfusionnelle 
hypotensive 
PTP Post Transfusion Purpura Purpura post-transfusionnel 
TACO Transfusion-associated circulatory 
overload 
Surcharge circulatoire associée à la 
transfusion 
TAD Transfusion Associated Dyspnea Dyspnée associée à la transfusion 
TA-GVHD Transfusion Associated Graft 
Versus Host Disease 
Maladie du greffon envers l’hôte 
associée à la transfusion 
TRALI Transfusion-Related Acute Lung 
Injury 
Syndrome de détresse respiratoire 
aigu post-transfusionnel 
TTI Transfusion-Transmitted Infection Transmission infectieuse 
transfusionnelle 
 
Les réactions aux produits sanguins peuvent être aigues ou retardées et peuvent se 
classer par sévérité de mineure à fatale. En médecine vétérinaire, ces réactions ont largement 
été décrites (Maglaras, 2017) (Holowaychuk, 2014) (Bruce, 2015). Un comité international de 
spécialistes en partenariat avec l’Association d’Hématologie Vétérinaire et de Médecine 
Transfusionnelle (AVHTM) s’est regroupé en 2018 afin d’émettre des définitions 
consensuelles, des recommandations quant à la prévention, le monitoring, le diagnostic, et le 
traitement des réactions transfusionnelles pour les patients vétérinaires et ainsi la pratique 
de la transfusion (Davidow, 2021).  
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Des définitions aux termes couramment utilisés sont consultables dans le Tableau 6. 
Tableau 6 : Définitions utilisées lors du traitement des réactions transfusionnelles (Davidow, 2021) 
Terme Définition 
Evènement adverse 
Un événement indésirable ou inattendu associé à la transfusion. Il 
comprend des réactions adverses, erreurs, déviations des procédures 
opérationnelles standards et accidents. 
Réaction adverse Une réponse inattendue d’un patient associée à la transfusion. 
Réaction 
transfusionnelle 
immunologique 
Une réaction adverse lors d’une transfusion de sang ou de produits 
sanguins imputable à une réponse du système immunitaire du patient. 
Réaction 
transfusionnelle non-
immunologique 
Une réaction adverse lors d’une transfusion de sang ou de produits 
sanguins imputable à un changement chimique ou physique des cellules 
sanguines ou du produit sanguin, à une contamination, ou secondaire au 
volume administré. 
Réaction 
transfusionnelle aigue 
Ce terme comprend les réactions adverses à la transfusion de sang ou de 
produits sanguins s’observant dans les 24 heures après leur 
administration. 
Réaction 
transfusionnelle 
retardée 
Ce terme comprend les réactions adverses à la transfusion de sang ou de 
produits sanguins s’observant au moins 24 heures après leur 
administration. 
 
a. Réaction transfusionnelle fébrile non hémolytique (FNHTR) 
 
Le syndrome fébrile est l’événement adverse le plus courant associé à la transfusion 
rapporté dans les études vétérinaires (Tableau 7). Davidow et al. le définissent par une 
réaction immunologique ou non-immunologique aigue caractérisée par une température 
excédant strictement les 39°C et par l’augmentation de plus de strictement 1°C par rapport à 
la température corporelle pré-transfusionnelle pendant ou dans les quatre heures suivant la 
fin de la transfusion, dans un contexte où un réchauffement externe, une infection sous-
jacente, AHTR, TRALI et TTI ont été exclus. Cette réaction se produit secondairement à des 
réactions de type antigène-anticorps avec les globules blancs ou les plaquettes du donneur, 
ou est causée par la transmission de médiateurs pro-inflammatoires d’un produit sanguin 
stocké.  
Tableau 7 : Incidence rapportée du FNHTR dans la littérature vétérinaire (Davidow, 2021) 
Réaction transfusionnelle fébrile non hémolytique (FNHTR) 
Incidence Chiens Chats 
 1,3% (Callan, 1996) 3,7% (Mansi, 2020) 
 3% (Hann, 2014) 4% (Klaser, 2005) 
 8,2% (Bruce, 2015) 5% (McClosky, 2018) 
 12,3% (Maglaras, 2017) 8,9% (Humm, 2020) 
 24,2% (Holowaychuk, 2014) 10% (Martinez-Sogues, 2020) 
  22,9% (Sylvane, 2018) 
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b. Affections respiratoires aigues 
 
Les réactions respiratoires sont la cause la plus commune de mortalité post-transfusion 
en médecine humaine. La plupart sont dues à une surcharge circulatoire (TACO) ou une 
atteinte pulmonaire aigue (TRALI). Une nouvelle catégorie, la dyspnée associée à la 
transfusion (TAD), a été introduite pour classer les réactions respiratoires ne pouvant être 
catégorisées en TRALI ou TACO (Heddle, 2016). Bien que peu utilisé en médecine vétérinaire, 
ce terme est retrouvé dans le cas d’études où aucune autre description qu’une détresse 
respiratoire post-transfusionnelle n’était rapportée.  
 
i. Dyspnée associée à la transfusion (TAD) 
 
La dyspnée associée à la transfusion est décrite comme une réaction transfusionnelle 
aigue caractérisée par l’apparition d’une détresse respiratoire aigue pendant ou durant les 24 
heures suivant la fin de la transfusion, dans un contexte où une TACO, une TRALI, une réaction 
allergique, et une atteinte pulmonaire sous-jacente ont été exclues.  
Le Tableau 8 présente l’incidence rapportée de la dyspnée associée à la transfusion dans la 
littérature vétérinaire. 
 
Tableau 8 : Incidence rapportée de la TAD dans la littérature vétérinaire (Davidow, 2021) 
Dyspnée associée à la transfusion 
Incidence Chiens Chats 
 2% (Bruce, 2015) 0,4% (McClosky, 2018) 
 3,9% (Maglaras, 2017) 2,4% (Lane, 2020) 
 6,3% (Hann, 2014) 7,4% (Mansi, 2020) 
 
ii. Surcharge circulatoire associée à la transfusion (TACO) 
 
Il n’existe que peu de littérature vétérinaire caractérisant et définissant la réaction de 
surcharge circulatoire chez le chien et le chat (Bruce, 2015) (Tocci, 2010) (Yagi, 2016). Davidow 
et al. la définissent comme une réaction non immunologique aigue secondaire à une 
augmentation du volume sanguin médiée par la transfusion sanguine, caractérisée par une 
détresse respiratoire aigue et un œdème pulmonaire cardiogénique. Cette réaction se produit 
durant ou pendant les 6 heures suivant la transfusion. Elle est associée à des signes 
d’hypertension atriale gauche ou de surcharge volémique cliniques ou obtenus par le moyen 
d’examens échographiques, radiographiques, ou de laboratoire. Ces patients répondent 
positivement à la thérapie diurétique.  
Le Tableau 9 présente l’incidence rapportée de la surcharge circulatoire associée à la 
transfusion (TACO) dans la littérature vétérinaire. 
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Tableau 9 : Incidence rapportée de la TACO dans la littérature vétérinaire (Davidow, 2021) 
Surcharge circulatoire associée à la transfusion (TACO 
Incidence Chiens Chats 
 4,7% (Holowaychuk, 2014) 3% (Humm, 2020) 
 
iii. Atteinte pulmonaire aigue liée à la transfusion (TRALI) 
 
Cette réaction se définit par une réaction immunologique secondaire à des interactions 
de type antigène-anticorps au niveau pulmonaire. La TRALI se caractérise par une hypoxémie 
aigue avec des preuves d’œdème pulmonaire non cardiogénique sur la radiographie 
thoracique, pendant ou durant les six heures suivant la transfusion. Les patients diagnostiqués 
ne doivent pas souffrir d’atteinte pulmonaire primitive, ne doivent pas présenter de signes 
d’hypertension atriale gauche ni de facteur de risque à un syndrome de détresse respiratoire 
aigue (ARDS). 
Le Tableau 10 présente l’incidence rapportée de l’atteinte pulmonaire aigue liée à la 
transfusion (TRALI) dans la littérature vétérinaire. 
 
Tableau 10 : Incidence rapportée de la TRALI dans la littérature vétérinaire (Davidow, 2021) 
Atteinte pulmonaire aigue liée à la transfusion (TRALI) 
Incidence Chiens Chats 
 3,7% (Thomovsky, 2014) Aucun rapport de cas publié 
 
c. Réactions allergiques 
 
Une réaction transfusionnelle allergique est une réaction immunologique aigue 
secondaire à une hypersensibilité de type I en réponse à un antigène présent dans un produit 
sanguin. Cette réaction se déroule pendant ou dans les quatre heures suivant la transfusion. 
Elle se caractérise par des signes cliniques pouvant varier de transitoires et auto-résolutifs à 
une anaphylaxie avec un risque vital. L’hypersensibilité de type I canine se traduit typiquement 
par des signes cutanés (érythème, urticaire, prurit, angiœdème au niveau de la face, des 
extrémités ou de l’appareil génital) et des signes gastro-intestinaux (vomissement, diarrhée). 
Des signes plus sévères d’anaphylaxie progressant vers une syncope, une coagulopathie, une 
hypotension et des atteintes du haut appareil respiratoire peuvent également être observés. 
L’hypersensibilité de type I féline se traduit majoritairement par des signes respiratoires 
(secondaire à un œdème du haut appareil respiratoire, une bronchoconstriction et une 
production excessive de mucus) même si des signes gastro-intestinaux et un prurit sévère 
peuvent également se produire (Shmuel, 2013) (Smith, 2020).  
Le Tableau 11 présente l’incidence rapportée des réactions allergiques transfusionnelles dans 
la littérature vétérinaire. 
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Tableau 11 : Incidence rapportée des réactions allergiques transfusionnelles dans la littérature vétérinaire 
(Davidow, 2021) 
Réactions allergiques transfusionnelles 
Incidence (dont 
urticaire, 
vomissement, et 
anaphylaxie) 
Chiens Chats 
0% (Thomovsky, 2014) 
0,3% (Snow, 2010) 
0,47% (Holowaychuk, 2014) 
3,3% (Maglaras, 2017) 
4,2% (Bruce, 2015) 
6,6% (Jutkowitz, 2002) 
0% (McClosky, 2018) (Sylvane, 
2018) (Humm, 2020) (Castellanos, 
2004) (Roux, 2008) 
0,9% (Martinez-Sogues, 2020) 
 1,1% (Weingart, 2004) 
 3,2% (Klaser, 2005) 
 3,7% (Mansi, 2020) 
 
d. Réactions hémolytiques transfusionnelles 
 
Les réactions hémolytiques transfusionnelles comprennent les réactions 
transfusionnelles hémolytiques aigues (AHTRs) et retardées (DHTRs) et peuvent être de 
nature immunologique ou non.  
- Les réactions transfusionnelles hémolytiques immunologiques sont secondaires à une 
incompatibilité entre le produit transfusé et le donneur. Son ampleur dépend de 
multiples facteurs immunologiques incluant la classe et la sous-classe (dans le cas des 
IgG) de l’anticorps, la capacité de l’anticorps à activer le complément, la spécificité de 
groupe sanguin de l’anticorps, la gamme thermique de l’anticorps, le nombre, la 
densité et l’arrangement spatial des sites antigéniques érythrocytaires, la 
concentration plasmatique en anticorps et le nombre d’antigènes (érythrocytes) 
transfusés (Massey, 2013). 
 
- Les réactions transfusionnelles hémolytiques non-immunologiques surviennent 
lorsque les cellules sanguines transfusées sont endommagées par des facteurs 
thermiques, osmotiques, mécaniques, ou chimiques, causant une hémolyse aigue ou 
retardée. Des dommages cellulaires ex vivo peuvent survenir préalablement à la 
transfusion par le résultat d’une contamination bactérienne, un stockage prolongé, un 
réchauffement excessif, ou une erreur de congélation de l’unité sanguine (Patterson, 
2011) (Ferreira, 2018). Des techniques incorrectes d’administration, comme l’ajout de 
médicaments ou de fluides intraveineux hypotoniques ou un trauma causé par des 
dispositifs extracorporels peuvent endommager les hématies.  Ces dommages 
cellulaires ex vivo peuvent causer l’hémolyse aigue ou retardée des cellules sanguines 
transfusées au patient. 
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i. Réactions transfusionnelles hémolytiques aigues (AHTR) 
 
Une réaction transfusionnelle hémolytique aigue se définit par une réaction aigue, non 
infectieuse, immunologique ou non, se produisant secondairement à la destruction accélérée 
des hématies transfusées et se caractérisant par une hémolyse aigue. Ces réactions 
surviennent pendant ou durant les 24 heures suivant l’administration du produit sanguin. Les 
causes d’une AHTR peuvent être séparées entre des incompatibilités de groupe sanguin et les 
autres causes de dommages des cellules sanguines transfusées. Les incompatibilités de 
groupe sanguin sont des réactions hémolytiques immunologiques aigues d’hypersensibilité de 
type II dues à des incompatibilités majeures ou mineures entre les hématies du donneur et du 
receveur. Un exemple classique serait le cas d’une unité de sang de groupe A transfusée à un 
chat de groupe B. Les causes non immunologiques d’AHTRs comprennent des facteurs 
thermiques, osmotiques, mécaniques, ou chimiques, dégradant les cellules sanguines 
transfusées.  
La cause la plus commune d’AHTR chez le chien et le chat est la transfusion incompatible, 
majoritairement due à des erreurs d’identification de groupe du receveur, du donneur ou de 
l’unité sanguine. Les causes non immunologiques ne sont que rarement rapportées dans la 
littérature vétérinaire. 
Le Tableau 12 présente l’incidence rapportée des AHTRs dans la littérature vétérinaire. 
 
Tableau 12 : Incidence rapportée des AHTRs dans la littérature vétérinaire (Davidow, 2021) 
Réaction transfusionnelle hémolytique aigue (AHTR) 
Incidence Chiens Chats 
 0% (Goy-Thollot, 2017) 0,4% (McClosky, 2018) 
 1% (Bruce, 2015) 2% (Sylvane, 2018) 
 2,4% (Holowaychuk, 2014) 6.9% (Humm, 2020) 
 6,3% (Maglaras, 2012)  
 
ii. Réactions transfusionnelles hémolytiques retardées (DHTRs)  
 
Une réaction transfusionnelle hémolytique retardée se définit par une réaction 
retardée, non infectieuse, immunologique ou non immunologique, de type lyse ou clairance 
accélérée des hématies transfusées.  Ces réactions surviennent 24 heures à 28 jours après 
l’administration du produit sanguin. Les DHTRs immunologiques sont typiquement causées 
par une réponse immunitaire secondaire envers les érythrocytes du donneur. Les DHTRs non 
immunologiques se produisent lors de dégâts aux cellules sanguines transfusées par des 
facteurs thermiques, osmotiques, mécaniques, ou chimiques, provoquant une hémolyse 
retardée. 
Le Tableau 13 présente l’incidence rapportée des réactions transfusionnelles hémolytiques 
retardées (DHTRs) dans la littérature vétérinaire. 
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Tableau 13 : Incidence rapportée des DTHRs dans la littérature vétérinaire (Davidow, 2021) 
Réaction transfusionnelle hémolytique retardée (DHTR) 
Incidence Chiens Chats 
 Aucun rapport de cas publié 
64% lors de xénotransfusion avec 
du sang canin (106) 
 
e. Réactions transfusionnelles sérologiques retardées (DSTRs) 
 
Une réaction transfusionnelle sérologique retardée est une réaction immunologique 
retardée secondaire au développement de nouveaux anticorps cliniquement significatifs 
envers le produit transfusé sans évidence d’hémolyse. Ces réactions surviennent de 24 heures 
à 28 jours après une transfusion. Le moyen de la mettre en évidence de façon certaine est la 
démonstration de la formation d’un nouvel anticorps de 24 heures à 28 jours après une 
transfusion par la baisse inexpliquée du rapport hématocrite / hémoglobine et par la positivité 
d’un test direct à l’antiglobuline (test de Coombs direct) alors qu’il était négatif avant la 
transfusion. 
Seuls peu de cas de réactions transfusionnelles sérologiques retardées sont rapportés dans la 
littérature vétérinaire (Jonas, 2017). L’alloimmunisation décrite à l’aide des méthodes de 
groupages sanguins et de cross-match chez le chien et chez le chat pourrait représenter ce 
type de réaction mais n’est pas définie comme telle (Goy-Thollot, 2017) (Goy-Thollot, 2019) 
(Zaremba, 2019). 
Davidow et al. suggèrent qu’une compréhension plus globale des groupes sanguins 
notamment canins est requise pour permettre leur reconnaissance et leur catégorisation dans 
la médecine transfusionnelle, et pourrait ainsi permettre la meilleure définition des 
alloanticorps (Davidow, 2021).  
 
f. Transmission infectieuse transfusionnelle (TTI) 
 
Une transmission infectieuse transfusionnelle est une réaction non immunologique 
aigue ou retardée secondaire à la transfusion d’un pathogène contaminant d’un produit 
sanguin. Cette réaction peut survenir des heures à des années après la transfusion, due à la 
présence d’un agent infectieux dans le produit sanguin collecté d’un donneur infecté, ou d’une 
contamination pathogène de l’unité de sang/composé sanguin lors de sa transformation, son 
stockage ou la transfusion. Les signes cliniques sont hautement dépendants du pathogène 
transmis et de sa pathogénicité chez le chien et le chat ainsi que de l’état clinique du receveur. 
Un état d’immunosuppression, splénectomie inclue, est un facteur de risque au 
développement d’une TTI (Davidow, 2021). 
Le Tableau 14 présente l’incidence rapportée des TTI dans la littérature vétérinaire. 
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Tableau 14 : Incidence rapportée des TTI dans la littérature vétérinaire (Davidow, 2021). 
Transmission infectieuse transfusionnelle (TTI) 
Incidence Chiens Chats 
 Rapports de cas seulement 1% (Humm, 2020) 
 
Les contaminations bactériennes d’unités sanguines en médecine vétérinaire sont moins 
fréquemment décrites qu’en médecine humaine, et notamment car les transfusions de 
produits plaquettaires frais sont nettement moins communes (produits stockés à température 
ambiante pour préservation de la fonction plaquettaire). Les pourcentages de bactériologies 
négatives d’unités sanguines sont hauts (94-100%) dans des études réalisées sur sang félin 
(Binvel, 2020) (Blasi Brugué, 2018) (Crestani, 2018) (Heinz, 2016) (Spada, 2014) (Spada, 2013) 
et sur sang et produits plasmatiques canins (Beymer, 2009) (Bala, 2016) (Grochowsky, 2014) 
(Wilson, 2017). 
Le Tableau 15 présente les pathogènes infectieux capables d’être transmis par la transfusion 
sanguine chez le chien et le chat, et capables de survivre dans les unités sanguines stockées.  
Tableau 15 : Pathogènes infectieux capables d’être transmis par la transfusion sanguine documentés en 
médecine vétérinaire (Davidow, 2021). 
Bactérie Virus Parasite 
Haemobartonella canis (Lester, 
1995) (O’Dwyer, 1997) – chien 
FeLV (Hardy, 1973) (dont 
provirus FeLV) (Nesina, 
2015) – chat 
Babesia gibsoni (Stegeman, 
2003) (Botros, 1975) (Groves, 
1972) – chien 
Candidatus Mycoplasma 
haematoparvum (Sykes, 2004) – 
chien 
FIV (Boudreaux, 2009) – 
chat 
Babesia canis (O’Dwyer, 1197) 
(Freeman, 1994) – chien 
Anaplasma phagocytophilum 
(Wardrop, 2016) – chien 
 Leishmania spp. (De Freitas, 
2006) (Owens, 2001) (Giger, 
2002) – chien 
Rickettsia conorii (Lucchese, 2020) 
– chien 
 Cytauxzoon spp (Wagner, 
1980) (Nentwig, 2018) – chat 
Bartonella hanselae (Kordick, 
1997) (Bradbury, 2010) – chat 
Mycoplasma haemofelis (Berent, 
1998) Candidatus Mycoplasma 
haemominutum (Gary, 2006) – 
chat 
  
 
Les méthodes les plus sensibles et spécifiques d’identification des agents infectieux chez le 
donneur de sang et de leur contamination dans le produit sanguin ne sont pas connues. De 
plus, le seuil de charge bactérienne acceptable dans un produit sanguin n’a pas encore été 
défini.  
 
 
51 
 
g. Toxicité au citrate / Hypocalcémie 
 
La toxicité au citrate est une réaction non immunologique aigue secondaire à la 
transfusion d’un grand volume de sang pour lequel le citrate a été utilisé comme 
anticoagulant, se caractérisant par une hypocalcémie significative dans les heures après 
l’initiation de la transfusion. Les patients présentant de façon certaine une toxicité au citrate 
sont ceux ayant reçu une transfusion massive (transfusion d’un volume de produit sanguin 
supérieur à la volémie estimée du patient (soit 90 mL/kg pour le chien et 60 mL/kg pour le 
chat) sur une période de 24 heures, ou de la moitié de la volémie estimée en 3 à 4 heures, ou 
un débit de transfusion de 1,5 mL/kg/min au-delà de 20 minutes) et souffrant de déficience 
hépatique, dont la valeur de la calcémie ionisée est inférieure à 0,7 millimoles par litre 
(mmol/L) comparativement à la valeur pré-transfusionnelle, et dont la clinique se traduit par 
des convulsions, une ptose palpébrale, des tremblements, des vomissements (nausées), une 
hypotension, un prolongement du TRC, de la salivation, une tachycardie, ou un gonflement au 
niveau de la face. L’incidence de la toxicité au citrate est probablement rare mais cela reste 
difficile à déterminer du fait de sa pauvre documentation. 
  
h. Hyperammoniémie 
 
L’hyperammoniémie liée à la transfusion est à l’origine d’une réaction non 
immunologique aigue secondaire caractérisée par le développement de signes 
d’encéphalopathie (signes neurologiques tels que de l’ataxie, de la poussée au mur, de la 
marche en cercle, des convulsions et vomissements), pendant ou immédiatement après (de 
quelques minutes à heures) la transfusion de sang ou d’un composant sanguin stocké. Cette 
réaction est potentiellement fatale pour les patients souffrant d’une atteinte hépatique 
(insuffisance hépatique, shunt porto-systémique, prématurés néonataux avec une fonction 
hépatique immature) incapables de métaboliser et d’excréter correctement l’ammonium 
(Prittie, 2003). L’administration d’une transfusion massive et l’hypoperfusion secondaire au 
choc sont également des facteurs de risque (Jutkowitz, 2002). 
La concentration en ammonium augmente progressivement et significativement au cours du 
stockage des unités sanguines canines (Waddell, 2001) (Wilson, 2017) et félines (Heinz, 2016) 
(Spada, 2014) (Cummings, 2016), notamment après 28 jours. Cependant, il n’existe aucun cas 
publié ni documenté d’encéphalose hépatique et d’hyperammoniémie (par dégradation de 
l’ATP cellulaire) (Kanatomoto, 2012) chez le chien ou le chat ayant reçu un produit sanguin 
stocké.  
 
i. Réactions transfusionnelles hypotensives (HyTRs) 
 
Une réaction transfusionnelle hypotensive est une réaction non immunologique aigue 
secondaire à l’infusion de stimulateurs de la vasodilatation et de l’hypotension (bradykinines). 
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Elle se définit par l’apparition rapide d’une hypotension pendant ou peu après l’acte 
transfusionnel, en l’absence d’autres causes pouvant l’expliquer, et s’améliorant avec l’arrêt 
de la transfusion. Une baisse d’au moins 30 mmHg en pression sanguine systolique est 
généralement observée par rapport à la valeur basale (Davidow, 2021). 
Il n’existe aucun cas publié d’HyTRs chez le chien ou le chat, et son incidence est probablement 
rare. L’identification est rendue difficile par la pathologie initiale du patient pouvant 
engendrer des troubles de la pression artérielle, indépendamment de la réaction, et par la 
faible documentation existante sur le sujet.  
 
j. Purpura post transfusionnel (PTP) 
 
Le purpura post-transfusionnel est une réaction immunologique retardée secondaire 
à une alloimmunisation envers des antigènes plaquettaires. Il se définit par une 
thrombocytopénie survenant 5 à 12 jours suivant une transfusion de produit sanguin 
contenant des plaquettes.  
Un seul rapport de cas de PTP est documenté dans la littérature vétérinaire, traitant d’un chien 
Berger Allemand entier de 5 ans atteint d’hémophilie A ayant développé une 
thrombocytopénie huit jours après la transfusion de 450 millilitres (mL) de sang total frais et 
de 200 mL de plasma frais congelé, dont le sérum a été testé positif pour des IgG d’adhésion 
plaquettaire (Wardrop, 1997). 
 
k. Maladie du greffon envers l’hôte associée à la transfusion (TA-GVHD) 
 
Cette réaction transfusionnelle est une réaction immunologique aigue ou retardée 
secondaire à la transfusion de produits contenant des lymphocytes immunocompétents à un 
hôte immunodéprimé. Les lymphocytes du donneur attaquent les tissus hôtes parce que le 
système immunitaire de l’hôte ne peut pas détruire les lymphocytes du donneur. La TA-GVHD 
apparait 48 heures à 6 semaines suivant la transfusion et présente un haut taux de mortalité 
en médecine humaine (>90%). Elle se caractérise par une éruption cutanée, de la diarrhée, de 
la fièvre, une défaillance hépatique, et une hypoplasie de la moelle osseuse. L’histopathologie 
du foie et de la peau présentent un aspect caractéristique. En humaine, elle est plus 
fréquemment retrouvée chez les individus immunodéprimés ou lors d’immunosuppression 
transitoire de circonstance. 
Aucun facteur de risque n’est connu en médecine vétérinaire, bien que Press et al. aient 
spéculé que cela pourrait devenir une préoccupation avec l’augmentation des 
transplantations de cellules souches (Press, 2017). Une étude a révélé que l’irradiation des 
leucocytes chez le chien prévenait le développement de TA-GVHD (Deeg, 1989). 
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DEUXIEME PARTIE 
Matériels et méthodes
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A. Récolte des données 
 
 Les informations ont été collectées à partir des dossiers médicaux des chiens et des 
chats ayant reçu une transfusion de produit sanguin au sein du service des Urgences et Soins 
Intensifs de l’Ecole Nationale Vétérinaire de Toulouse (ENVT) (France) entre le 1er Janvier 2013 
et le 31 Décembre 2020. Une recherche dans les dossiers médicaux électroniques des factures 
comprenant le terme « transfusion » ou « autotransfusion » a été effectuée pour compiler les 
dossiers médicaux sur la période de 8 ans. L’utilisation de plasma frais congelé étant peu 
fréquente et une facturation dédiée n’étant pas accessible, les pratiques transfusionnelles 
concernant son utilisation ont été identifiées via la facturation du produit lui-même auprès de 
la pharmacie du service des Urgences et Soins Intensifs. Ces recherches ont été complétées 
par l’étude des receveurs des produits sanguins dans les archives papier de la banque de sang 
dans le cas où la facturation de ceux-ci ne comprenait pas les termes précités. Ces procédures 
ayant permis l’extraction des numéros indicatifs des dossiers médicaux d’intérêt, les dossiers 
matériels ont ensuite été extraits des archives courantes et passées de l’ENVT. Les 
événements transfusionnels ont été exclus lorsque le dossier médical ou les informations 
concernant la transfusion étaient incomplets.  
Les archives médicales électroniques et matérielles ont été examinées pour la collecte des 
informations suivantes : signalement du patient (statut sexuel, âge et race), poids (kg), 
pathologie sous-jacente, statut rétroviral pour les chats et recherche de maladies vectorielles 
pour les chiens, nombre de transfusions sanguines antérieures administrées, hématocrite pré-
transfusionnel (%), analyses biologiques pré-transfusionnelles (groupage sanguin, cross-
match), produit sanguin administré (sang total frais, sang total stocké, plasma frais congelé, 
plasma congelé ) et pratique transfusionnelle (allotransfusion, autotransfusion, 
xénotransfusion), hématocrite de l’unité sanguine (%), âge de l’unité sanguine (jours), volume 
(mL) et dose (mL/kg) administrés, durée de la transfusion (heures, minutes), hématocrite post-
transfusionnel à 24 heures après la fin de la transfusion (%), température corporelle du patient 
avant et immédiatement après la transfusion (°C), survenue de réactions transfusionnelles, et 
non-survie du patient sept jours après l’acte transfusionnel.   
Le statut rétroviral des patients félins a été testé par la réalisation d’un test rapide de 
détection de l’anticorps du virus de l’immunodéficience féline et de l’antigène du virus 
leucémogène félin (test SNAP Combo FIV/FeLV®, Idexx). Le statut infectieux des patients 
canins a été établi via l’utilisation du test commercialisé par Idexx sous le nom SNAP 4Dx®, 
consistant en la détection d’anticorps sériques envers l’anaplasmose, la borréliose et 
l’ehrlichiose, et de l’antigène de la dirofilariose.  
La cause de l’anémie, en plus de son étiologie, a été classée dans l’une des trois catégories 
suivantes : perte sanguine, hémolyse et déficience érythropoïétique.  
Les valeurs incluses dans l’étude des doses de produit sanguin administrées sont les doses 
réellement reçues par les individus, des transfusions ayant été arrêtées en cas de survenue de 
complications (décès, réaction transfusionnelle, présence de caillots dans la poche, par 
exemple). 
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L’âge des unités sanguines est exprimé en jours, et correspond à l’intervalle entre la collecte 
de sang du donneur et l’administration de la poche au receveur. 
L’efficacité de la transfusion a été évaluée par le calcul de la différence entre l’hématocrite 
post-transfusionnel et l’hématocrite pré-transfusionnel. Un résultat positif signe une 
augmentation de ce taux par le moyen de l’acte transfusionnel, et a contrario un résultat 
négatif une diminution. L’hématocrite post-transfusionnel choisi pour cette étude est celui 
indiqué au plus proche de 24 heures après la fin de l’acte, en ne considérant que les valeurs 
entre 18 et 30 heures après la transfusion. 
Les complications associées à la transfusion ont été identifiées pour chaque évènement 
transfusionnel par l’examen du dossier médical, complété par les définitions apportées par le 
consensus publié par Davidow et al. en 2021.  
Concernant l’étude des réactions transfusionnelles et du décès sous sept jours post-
transfusionnel, l’unité étudiée est l’acte transfusionnel. Le statut « survivant » est donné pour 
un acte transfusionnel aux animaux y ayant survécu au moins sept jours après, et le statut 
« non survivant » à ceux décédés sous cette limite de temps (euthanasie au sein de l’hôpital 
ou auprès du vétérinaire traitant, décès en hospitalisation en rapport ou non avec la 
transfusion, décès rapporté après sortie d’hospitalisation…). Au-delà de cette période, il a été 
admis que le décès de l’animal le cas échéant était probablement lié à l’affection sous-jacente 
ou à une autre affection, mais en tout cas sans lien avec l’acte transfusionnel. Cette limite de 
sept jours a également été choisie car en cas de réaction immunitaire post-transfusionnelle, 
celle-ci se met communément en place entre trois et cinq jours après la transfusion 
d’érythrocytes étrangers au soi. Les actes transfusionnels pour lesquels aucune information 
n’est disponible au moins sept jours après n’ont pas été inclus dans les analyses statistiques. 
L’étude des réactions transfusionnelles retardées a pu se faire par l’examen du dossier médical 
des patients dont le suivi a été réalisé au sein du CHUVAC ou lors des échanges rapportés avec 
le vétérinaire traitant. 
 
B. Collecte du sang et stockage 
 
a. Banque de sang 
 
L’Ecole Nationale Vétérinaire de Toulouse possède une banque de sang hospitalière 
avec stockage de sang total depuis le 13 juin 2017 ; les prélèvements sanguins sont réalisés 
sur des chiens et chats appartenant à ses étudiants ou à son personnel. De 2013 à 2017, les 
dons de sang étaient réalisés de façon ciblée, au moment venu, lorsqu’un patient présentait 
une indication à la transfusion de sang total frais, le stockage adéquat du sang n’étant pas 
accessible.   
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Les individus canins et félins admissibles à l’entrée dans le programme de don du sang sont 
les animaux âgés de 1 à 8 ans, pesant plus de 4,5 kg pour les chats et au-delà de 18 kg pour 
les chiens (idéalement plus de 23 kg), d’un tempérament calme et aisément manipulables, à 
jour des vaccinations pour les valences CHP L pour les chiens et HCP FeLV pour les chats. Ils 
doivent également bénéficier de traitements courants anti-parasitaires externe (puces, tiques 
a minima) et interne (nématodes, cestodes a minima). Les individus sélectionnés sont 
idéalement stérilisés et n’ont jamais été présentés à la saillie. Pour les chats, un mode de vie 
en intérieur strict est préféré.  
Le groupage sanguin, dans le système AB pour le chat et concernant l’antigène DEA 1 pour le 
chien, est réalisé lors de la visite d’entrée dans le programme de don du sang à l’aide d’une 
technologie de migration des hématies sur membrane et de rétention des antigènes 
érythrocytaires par des anticorps monoclonaux spécifiques, développée par Alvedia sous le 
nom QuickTest BT © (Figure 4 et Figure 5).  
 
 
          
Figure 4 : Test rapide de groupage sanguin dans le système AB par technique d’immuno-chromatographie 
(©Alvedia).  
La présence d’une bande rouge à la position marquée A ou B indique l’expression de l’antigène 
correspondant sur la membrane des hématies. La marque C indique un contrôle utilisant un anticorps 
monoclonal anti-glycophile. Interprétation : Minette est de groupe B, Uriel est de groupe A. (Photos E. 
Gaillard) 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 5 : Test rapide de groupage sanguin pour l’antigène DEA 1 par technique d’immuno-chromatographie 
(©Alvedia).  
La présence d’une bande rouge à la position marquée DEA 1 indique l’expression de l’antigène sur la 
membrane des hématies. La marque C indique un contrôle utilisant un anticorps monoclonal. Interprétation : 
Rayas est de groupe DEA 1 positif, Ilco est de groupe DEA 1 négatif. (Photos N. Dupouy-M) 
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b. Prélèvement du sang 
 
Les dons sont espacés au minimum de 6 à 8 semaines, et sont précédés d’un entretien 
avec le propriétaire (feuille de renseignement pré-don disponible en Annexe 1), d’un examen 
clinique complet, d’une numération de formule sanguine, d’une biochimie plasmatique 
(protéines totales, albumine, créatinine a minima ; PAL, ALAT, bilirubine), d’un test SNAP 4Dx 
(Idexx ©) pour les chiens (recherche des maladies vectorielles borréliose, anaplamose, 
ehrlichiose, dirofilariose) ou d’un test SNAP FIV/FeLV Combo (Idexx ©) pour les chats, et d’une 
lecture de frottis sanguin (recherche des agents pathogènes hémotropes, évaluation de la 
formule sanguine, morphologies et types cellulaires, comptage plaquettaire…). Les chats et 
chiens présentant un hématocrite inférieur à 35% et 30% respectivement ne sont pas 
prélevés. 
La collecte est effectuée par un personnel expérimenté dans une pièce calme, sous sédation 
par voie intra-veineuse de l’animal (pose d’un cathéter au niveau d’une veine céphalique). Le 
matériel nécessaire est préparé en amont de la collecte. Les chats sont sédatés à l’aide de 
kétamine et de benzodiazépines (midazolam, diazépam), et les chiens à l’aide de butorphanol 
et de médétomidine. Les animaux sont placés en décubitus latéral et la zone de ponction en 
regard de la veine jugulaire est tondue et désinfectée à l’aide d’une solution de chlorhexidine 
alcoolique. Le don s’effectue à l’aide d’un système fermé pour les chiens et d’un système 
fermé pour les chats. La solution préservatrice anti-coagulante est le CPDA (citrate-phosphate-
dextrose-adénine). Le trocart est inséré dans la veine et le sang s’écoule vers la poche par 
gravité pour les donneurs canins et vers une seringue par douce tension sur le piston pour les 
donneurs félins. Le matériel de collecte est constamment doucement agité au cours du don. 
Le volume collecté sur un chien doit être de 10 à 15 mL/kg (inférieur à 20 mL/kg) et doit 
correspondre au volume de la poche d’unité sanguine commercialement disponible choisie 
(250 ou 450 mL, dont anticoagulant) et de 10 à 12 mL/kg pour un volume de poche de 50 à 60 
mL pour les chats. La collecte du sang d’un donneur félin se réalisant à la seringue, son 
transfert vers une poche de taille adaptée et spécialement conçue (©Alvedia) est réalisé. 
Seules des transfusions de sang total sont réalisées à partir de la banque de sang, le matériel 
nécessaire à la production de dérivés sanguins n’étant pas accessible à ce jour dans le centre 
hospitalier. Les étapes du prélèvement sanguin réalisées au CHUVAC ENVT sont résumées en 
Annexe 2. 
Le donneur est placé sous fluidothérapie à hauteur du volume sanguin perdu, et mis sous 
surveillance et de préférence dans une pièce calme jusqu’à son réveil. Toutes les remarques 
d’intérêt (veine jugulaire ponctionnée, réaction cutanée, score de sédation, réveil…) sont 
notées dans son dossier médical.  
Lorsqu’un épanchement hémorragique est diagnostiqué et une autotransfusion indiquée, la 
ponction est réalisée sous échoguidage à l’aide d’un cathéter fenêtré - ou une aiguille - relié à 
une seringue, avec si besoin sédation de l’animal (opioïdes, benzodiazépines). Si l’hémorragie 
a débuté plus de deux heures antérieurement à la collecte, l’ajout d’anticoagulant n’est pas 
nécessaire. Dans le cas contraire, un ratio de 1 mL de solution CPDA pour 9 mL de sang est 
considéré.  
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c. Identification et stockage du sang 
 
 Les poches d’unité sanguine de sang total sont identifiées à l’aide d’un système 
prédéfini : date du don, identification du donneur, date d’expiration, hématocrite et 
protidémie du sang collecté, groupe sanguin et volume de l’unité sanguine. Les poches sont 
placées dans un réfrigérateur dédié à la banque de sang, à l’horizontale à la température de 
4°C pour une durée maximale de 35 jours à compter de la date de prélèvement.  
Une inspection avec retournement des poches et un relevé de température sont réalisés 
quotidiennement. Le contenu de la banque de sang est renouvelé de sorte à disposer à tout 
moment d’une poche de sang groupé DEA 1 positif, d’une poche de sang groupé DEA 1 négatif, 
et d’une poche de sang groupé A. Peu de donneurs félins groupés B étant inclus dans le 
programme, et les receveurs potentiels groupés B étant peu fréquents, les propriétaires 
d’animal donneur sont alertés le moment venu lors du besoin sanguin dans ce groupe. 
Lorsqu’une poche de sang a été utilisée partiellement, le reste du sang peut être conservé 
dans le réfrigérateur jusqu’à 24 heures.  
Pour quelques cas spécifiques, du plasma frais congelé a été commandé auprès d’une banque 
de sang vétérinaire extérieure (Pet Blook Bank, Royaume-Uni). 
 
C. Transfusion de produits sanguins 
 
 Les receveurs potentiels sont groupés par la même méthode que les donneurs inclus 
dans le programme de banque de sang (Quick Test BT Canine, Feline © par Alvedia). 
Lorsqu’une allotransfusion est indiquée, un cross-match est réalisé à partir du second 
événement transfusionnel si celui-ci est espacé dans le temps de plus de 3 jours du premier, 
dans le cas où l’historique du patient est inconnu, ou s’il a précédemment souffert d’une 
réaction transfusionnelle. Concernant les patients canins, les kits de cross-match majeur et 
mineur Rapid Vet-H © commercialisés par Kitvia ont été utilisés entre 2013 et le mois de Mai 
2017, puis modifiés pour le dispositif Quick Test XM : Canine © de cross-match majeur 
proposé par Alvedia. La technologie Rapid Vet-H proposait l’utilisation d’une colonne de gel 
le long de laquelle les hématies migrent jusqu’à leur liaison avec d’éventuels anticorps anti-
érythrocytaires, se manifestant par un agglutinat de couleur rouge au sein du gel (Figure 6). 
Le test de cross-match proposé par Alvedia se base également sur une méthode d’immuno-
chromatographie détectant la présence d'immunoglobulines (IgM et IgG) et/ou de la protéine 
C3 se liant à la surface des hématies lors de la migration sur membrane (Figure 7).  
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Figure 6 : Résultats d'un cross-match majeur via le Kit Rapid Vet-H Major crossmatch ®.  
A gauche : contrôle négatif, au centre : réaction entre les hématies du donneur et le sérum du receveur, à 
droite : contrôle positif. Interprétation : donneur et receveur incompatibles. (Photo E. Gaillard) 
 
Figure 7 : Interprétation du Quick Test XM Canine, ALVEDIA© (Source : alvedia.com). 
 
Les cross-match entre sangs félins sont réalisés manuellement selon un protocole de lavage 
globulaire et de test d’agglutination, appliqué comme suit : 
- Centrifuger (1500 tours/min) 5 minutes un tube EDTA du donneur et un tube sec du 
receveur. 
- Retirer le plasma du tube EDTA (le réserver) et transférer les hématies dans un tube 
Eppendorf. 
 
- Lavage des globules rouges :  
(1) Prélever deux gouttes de globules rouges et les déposer dans un tube 
Eppendorf. 
(2) Remplir le tube de solution saline 0,9% et mélanger manuellement de sorte à 
mettre les hématies en suspension dans la solution. 
(3) Centrifuger le tube 5 minutes à 1500 tours/min. 
(4) Eliminer le surnageant. 
(5) Reprendre à l’étape 2 et répéter la manipulation trois fois au total. 
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- Test d’agglutination et contrôles :  
(1) Déposer sur lames distinctes :  
▪ Une goutte d’hématies lavées du donneur et deux gouttes de sérum du 
receveur (cross-match majeur) 
▪ Une goutte d’hématies lavées du receveur et deux gouttes de sérum du 
donneur (cross-match mineur) 
▪ Une goutte d’hématies lavées du donneur et deux gouttes de sérum du 
donneur (contrôle négatif) 
▪ Une goutte d’hématies lavées du receveur et deux gouttes de sérum du 
receveur (contrôle négatif) 
(2) Mélanger par des mouvements circulaires et observer l’éventuelle 
agglutination macroscopiquement visible. 
(3) Observer l’éventuelle agglutination microscopiquement visible par lecture au 
microscope. 
Si une agglutination est observée macroscopiquement et/ou microscopiquement, le donneur 
et le receveur sont incompatibles et la transfusion ne doit pas être réalisée. Une distinction 
entre agglutination vraie et rouleaux érythrocytaires doit être faite (difficulté majeure chez le 
chat) (Figure 8 et Figure 9). La formation de rouleaux d’hématies est causée par les protéines 
et autres colloïdes, et est augmentée en cas d’hyperglobulinémie, d’inflammation et 
d’hyperlipémie. 
 
 
Figure 8 : Agglutination érythrocytaire (chat) : (a) aspect macroscopique après 2 minutes, (b) (c) aspect 
microscopique. Adapté du Manual of veterinary transfusion medicine and Blood Banking. 
 
 
Figure 9 : Rouleaux érythrocytaires (chat) : (a) aspect macroscopique après 10 minutes, (b) (c) aspect 
microscopique. Adapté du Manual of veterinary transfusion medicine and Blood banking. 
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Un cathéter veineux périphérique nouveau est placé sur le receveur : il sera dédié à la 
transfusion ; une autre voie veineuse doit être prévue dans le cas d’injections ou traitement 
par fluidothérapie nécessaires au cours de la tranfusion. 
Après examen clinique complet initial du receveur, un transfuseur avec hémofiltre (ou un 
hémofiltre au bout de la seringue et une tubulure) sont rattachés à la poche de produit 
sanguin avant d’être reliés au cathéter veineux périphérique dédié à la transfusion du patient. 
L’utilisation du goutte-à-goutte ou d’un pousse-seringue est préférée à l’emploi d’une pompe 
à perfusion, celle-ci pouvant endommager les hématies.  
Le volume idéalement à transfuser est calculé à l’aide de la formule (2) présentée 
précédemment, et adapté au volume disponible : 
(2) 𝑉𝑜𝑙𝑢𝑚𝑒 à 𝑡𝑟𝑎𝑛𝑠𝑓𝑢𝑠𝑒𝑟 (𝑚𝐿) = 
𝑃𝑜𝑖𝑑𝑠 (𝑘𝑔) ∗ 85 𝐶ℎ𝑖𝑒𝑛/ 65 𝐶ℎ𝑎𝑡 ∗
𝐻𝑐𝑡 𝑑é𝑠𝑖𝑟é − 𝐻𝑐𝑡 𝑟𝑒𝑐𝑒𝑣𝑒𝑢𝑟
𝐻𝑐𝑡 𝑑𝑜𝑛𝑛𝑒𝑢𝑟
  
Le débit d’administration est calculé en divisant le volume total de sang en mL par le temps 
d’administration total en heures, choisi entre 3 et 4 heures, selon les recommandations 
actuelles. 
La transfusion est initiée au débit de 0,25 mL/kg/h et, en l’absence de réaction 
transfusionnelle, le débit est augmenté progressivement jusqu’à la moitié du débit 
d’administration déterminé préalablement et ce pendant la première demi-heure. Si aucune 
anomalie n’est décelée, le débit final est réglé jusqu’à la fin de la transfusion. Un exemple de 
débit d’administration est disponible en Annexe 3.  
Une surveillance clinique rapprochée est réalisée, comprenant le relevé de la fréquence 
cardiaque, la fréquence respiratoire, la température corporelle, des caractéristiques des pouls 
et toute autre remarque (érythème, urticaire, angiœdème, vomissement, œdème 
périphérique, hémoglobinurie) de façon systématisée à 5, 10, 15, 20, 30 minutes, 1 heure puis 
toutes les heures après l’initiation de la transfusion jusqu’à sa fin et retranscrite dans une 
feuille de suivi manuscrite (disponible en Annexe 4).  
En cas de survenue d’une réaction transfusionnelle, la transfusion est arrêtée et le patient 
évalué par la réalisation d’un examen clinique rigoureux et la recherche de signes cliniques de 
réaction allergique et biologiques d’hémolyse (hémoglobinémie et/ou hémoglobinurie). Le 
sang provenant de l’unité sanguine est évalué à la recherche d’une coloration anormale ou de 
thrombi macroscopiques, et à l’aide d’un frottis lu au microscope (recherche de signe 
d’infection ou de toute anomalie). La compatibilité entre le donneur et le receveur est 
réévaluée par l’examen de leurs dossiers médicaux, et au moyen de groupage et de cross-
match. Si la réaction n’est pas due à une incompatibilité, une hémolyse ou une contamination 
bactérienne, le patient est évalué fréquemment durant les 30 minutes suivantes, et dans le 
cas d’une stabilisation ou d’une amélioration des signes cliniques, la transfusion est 
redémarrée à un débit plus lent. En cas de réaction hémolytique, la transfusion n’est pas 
reprise et une fluidothérapie intra-veineuse est installée conjointement à une administration 
de corticoïdes, sous surveillance accrue du patient.  
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D. Analyse statistique 
 
 L’individu ou l’acte transfusionnel est l’unité expérimentale pour les analyses. Deux 
analyses statistiques ont été réalisées dans chaque espèce, une en considérant tous les actes 
transfusionnels et la seconde en considérant les premiers actes transfusionnels (dans 
l’historique du patient). Des statistiques descriptives ont été réalisées pour les variables 
continues et qualitatives. La survie et les complications associées à la transfusion ont été 
considérées comme des variables dépendantes. Les principales variables indépendantes à 
étudier étaient le rang de l’acte transfusionnel (premier, second dans la vie de l’animal, etc.), 
le sexe, l'âge, le poids corporel, la cause de l'anémie, les statuts infectieux, l’hématocrite 
(avant et après), le groupe sanguin, le type de produit sanguin, le cross-match, le volume et la 
dose du produit sanguin administré, la durée de la transfusion, la température corporelle 
(avant et après), l’hématocrite du donneur et l’âge de l’unité sanguine. La cause de l'anémie 
a été classée en fonction de la présence ou de l'absence d'une perte de sang, de la destruction 
des hématies ou d'une érythropoïèse inefficace. Les variables qui avaient une valeur de p-
value < 0,25 dans cette analyse univariable ont été sélectionnées pour construire le modèle 
multivariable. Les modèles de résultats ont été construits en utilisant la régression logistique 
avec une procédure de sélection manuelle par étape. Toutes les interactions bidirectionnelles 
entre les variables significatives dans les modèles multivariables ont été testées. Les niveaux 
alpha pour la détermination de la significativité et de la tendance étaient de 0,05 et 0,10. 
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TROISIEME PARTIE 
Résultats
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A. Etudes de populations 
 
Durant la période de collecte des données, soit entre le 1er Janvier 2013 et le 31 
Décembre 2020, 167 et 232 actes transfusionnels ont été réalisés sur 135 chats et 168 chiens, 
respectivement. Parmi ces actes, 158 actes transfusionnels félins et 225 actes canins ont été 
inclus dans l’étude, correspondant à la transfusion de produits sanguins vers 125 chats et 162 
chiens receveurs ; 9 actes félins et 7 actes canins ont été exclus du fait d’un manque de 
données dans le dossier médical du patient et/ou d’informations concernant la transfusion 
sanguine réalisée. Le signalement des patients inclus dans l’étude, incluant l’âge, le poids vif 
et le sexe, est présenté dans le Tableau 16. Les races des 125 chats inclus dans l’étude sont 
présentées dans le Tableau 17. 
 
Tableau 16 : Âge, poids vif et sexe des 125 chats et 162 chiens ayant reçu une transfusion sanguine. 
Variable Chats Chiens 
Âge [moyenne (étendue)] (ans) 
 
5,9 (0,1 - 17,0) 6,6 (0,2 - 16,0) 
Poids vif [moyenne (étendue)] (kg) 
 
3,8 (0,4 - 7,0) 22,9 (2,6 - 60) 
Sexe [n (%)] 
Femelle entière 
Femelle stérilisée 
Mâle entier 
Mâle stérilisé 
125 (100) 
11 (8,8) 
  43 (34,4) 
 19 (15,2) 
 52 (41,6) 
162 (100) 
31 (19,1) 
40 (24,7) 
72 (44,4) 
19 (11,7) 
 
Tableau 17 : Race des 125 chats ayant reçu une transfusion sanguine. 
Race [n (%)] Chats 
Européen 
Maine coon 
Chartreux 
Persan 
Angora Turc 
Bobtail des Kouriles 
British Shorthair 
Sacré de Birmanie 
110 (88) 
5 
3 
3 
1 
1 
1 
1 
 
Concernant la transfusion des patients canins, les chiens croisés (n=25 [15%]) sont les plus 
représentés, suivis par les Labrador (n=15 [9%]), les Border Collie (n=10 [6%]), les Cocker 
anglais (n=8 [5%]), et de nombreuses autres races, dont le détail est développé dans le Tableau 
18. 
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Tableau 18 : Races des chiens ayant reçu une transfusion sanguine. 
Race Chiens [n (%)] 
Croisés 
Labrador 
Border Collie 
Cocker anglais 
Boxer, Epagneul breton, Golden Retriever 
Setter anglais, Shih Tzu 
Berger belge malinois, Bouvier bernois, Cavalier King Charles,  
Jack Russell, Yorkshire terrier 
Berger allemand, Berger blanc suisse, Berger de Beauce,  
Bouledogue français, Chihuahua, Teckel 
Berger des Pyrénées, Cairn Terrier, Caniche nain,  
Montagne des Pyrénées, Rottweiler 
American Staffordshire terrier, Basset hound, Beagle,  
Bearded collie, Berger belge Tervueren, Berger de Brie, 
Bichon, Braque de Weimar, Braque hongrois, Bull Terrier, 
Bullmastiff, Chien d’oysel allemand, Cocker américain, 
Coton de Tuléar, Dogue allemand, Dogue argentin, Dogue 
de Bordeaux, Fox terrier, Grand bouvier suisse, Husky 
sibérien, Pékinois, Pinscher, Pinscher nain, Retriever à poil 
bouclé, Schnauzer, Shar Pei, Springer anglais, 
Staffordshire Bull Terrier  
25 (15) 
15 (9) 
10 (6) 
8 (5) 
6 de chaque 
5 de chaque 
4 de chaque 
 
3 de chaque 
 
2 de chaque 
 
1 de chaque 
  
Durant la période d’étude, 114 chiens et 95 chats ont reçu une seule transfusion, 39 chiens et 
27 chats en ont reçu deux, quatre chiens et trois chats en ont reçu trois, quatre chiens en ont 
reçu quatre et enfin un chien a reçu cinq transfusions sanguines. Un total de 22 transfusions 
a été comptabilisé sur neuf chiens, ainsi que 22 transfusions sur dix chats, lors de périodes 
d’hospitalisation différentes. Du sang total a été administré dans la majorité des cas (208/225 
[92,5%], 156/158 [99%], chiens et chats respectivement) ; des autotransfusions se sont 
également déroulées, ainsi que quelques transfusions de plasma frais congelé et plasma 
congelé, et aussi une xénotransfusion (donneur canin et receveur félin) de façon anecdotique. 
Les collectes sanguines ont été effectuées au sein du pôle hospitalier d’urgences - soins 
intensifs, à l’exception des unités de produit plasmatique ayant fait l’objet d’un apport depuis 
une banque de sang vétérinaire extérieure (Pet Blood Bank, Royaume-Uni). Le détail chiffré 
des produits sanguins administrés est présenté dans le Tableau 19. 
Tableau 19 : Produits sanguins administrés au cours de la période d’étude parmi 158 actes transfusionnels 
envers des receveurs félins et 225 actes transfusionnels envers des receveurs canins. 
Produit sanguin Chats n (%) Chiens n (%) 
Sang total homologue (frais ou stocké) 156 (99) 208 (92,5) 
Sang total autologue (autotransfusion) 1 14 (6,2) 
Sang total hétérologue (xénotransfusion) 1 0 
Plasma frais congelé / Plasma congelé 0 / 0 1 / 2 (1) 
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B. Indications transfusionnelles 
 
La cause de l’anémie concernant chaque acte transfusionnel de sang total envers des 
receveurs félins et canins inclus dans l’étude ainsi que la valeur d’hématocrite pré-
transfusionnel associée sont présentées dans les Tableau 20 et Tableau 21. Les valeurs 
d’hématocrite n’ont pas été rapportées avant la transfusion pour dix chiens et deux chats. 
Concernant les indications transfusionnelles pour chaque patient, l’anémie par pertes 
sanguines est la cause la plus fréquente d’administration de sang total chez le chien (84/160 
chiens [52,5%]). Concernant les receveurs félins, la première cause est le défaut de production 
érythrocytaire par la moelle osseuse (52/160 [41,6%]), suivi par les pertes sanguines (49/125 
chats [39,2%]), et l’hémolyse (37/125 [29,6%]). Parmi les receveurs canins, la seconde cause 
est l’hémolyse (64/160 [40%]), suivie par le défaut érythropoïétique (14/160 [8,8%]). Pour six 
chiens (3,8%) et seize chats (12,8%), une combinaison de différentes causes d’anémie a pu 
être identifiée (perte sanguine + hémolyse, n= 4 chiens et 6 chats ; perte sanguine + défaut 
érythropoïétique, n= 1 chien et 7 chats ; hémolyse + défaut érythropoïétique, n= 1 chien et 2 
chats ; perte sanguine + hémolyse + défaut érythropoïétique, n=1 chat). L’étiologie de 
l’anémie n’a pas pu être déterminée pour quatre chiens et quatre chats.  
Sur l’ensemble des transfusions de sang total réalisées, la moyenne d’hématocrite pré-
transfusionnel est de 10,59 ± 3,60 % pour les receveurs félins, et de 16,81 ± 7,94 % pour les 
receveurs canins. Ces moyennes ont été calculées à partir de 156 et 212 valeurs chez le chat 
et le chien, respectivement.  
 
Tableau 20 : Actes transfusionnels selon le type d’anémie chez le chat. 
 
Pertes 
sanguines 
Hémolyse 
Défaut de production 
érythrocytaire par la 
moelle osseuse 
Nombre (%) d’actes, n=158 64 (40,5) 45 (28,5) 69 (43,7) 
Moyenne ± SD d’hématocrite pré-
transfusionnel (%), n=156 
11,65 ± 3.86 10,22 ± 3,18 9,71 ± 3,47 
Nombre (%) d’individus, n=125 49 (39,2) 37 (29,6) 52 (41,6) 
SD : standard deviation = écart-type. Le total des pourcentages d'événements dans les trois colonnes est 
supérieur à 100% car certains individus présentaient plus d'une indication. 
 
Chez le chat, les valeurs d’hématocrite pré-transfusionnel sont significativement différentes 
(p<0.05) entre tous les groupes d’anémie au moment de la prise de décision concernant la 
transfusion de produit sanguin, de sorte que les hématocrites sont plus élevés dans le cas dans 
l’ordre des patients souffrant de perte sanguine par rapport à ceux souffrant d’hémolyse, et 
enfin ceux souffrant de défaut de production ont les valeurs les plus basses.  
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Tableau 21 : Actes transfusionnels de sang total selon le type d’anémie chez le chien. 
 
Pertes 
sanguines 
Hémolyse 
Défaut de production 
érythrocytaire par la moelle 
osseuse 
Nombre (%) d’actes, n=222 122 (55) 86 (38,7) 16 (7,2) 
Moyenne ± SD d’hématocrite pré-
transfusionnel (%), n=212 
20,18 ± 8,76 12,56 ± 3,64 11,45 ± 4,05 
Nombre (%) d’individus, n=160 84 (52,5) 64 (40) 14 (8,8) 
SD : standard deviation = écart-type. Le total des pourcentages d'événements dans les trois colonnes est 
supérieur à 100% car certains individus présentaient plus d'une indication. 
 
Chez le chien, les valeurs d’hématocrite pré-transfusionnel sont significativement différentes 
(p<0.05) entre les groupes « pertes sanguines » et « hémolyse », et entre les groupes « pertes 
sanguines » et « défaut de production », de sorte que la valeur d’hématocrite pré-
transfusionnel lors de la décision de thérapie transfusionnelle pour les patients souffrant 
d’anémie par pertes est significativement plus haute que chez les patients souffrant d’une 
autre cause d’anémie. 
 
a. Indications transfusionnelles des receveurs félins 
 
Les causes de pertes sanguines chez les chats étudiés (49/125) comprennent des 
hémorragies secondaires à des troubles de l’hémostase (n=18), à une intervention chirurgicale 
(n=9), des saignements gastro-intestinaux (n=9), des épanchements cavitaires (n=4), des 
pertes cutanéo-muqueuses (n=4) (trois saignements buccaux dont une lésion inflammatoire 
d’origine indéterminée, un granulome éosinophilique buccal et un ulcère, et une plaie péri-
anale sur morsure de chien), des spoliations sanguines par des puces (n=3) (un chaton de deux 
mois et deux adultes de 6 et 7 ans), de l’hématurie (n=3), et une anémie induite par spoliation 
iatrogène en hospitalisation. Leur détail est présenté dans la Figure 10. Deux chats présentent 
différentes causes de pertes sanguines. Une autotransfusion et une xénotransfusion (donneur 
canin) ont été réalisées chez des patients souffrant d’hémoabdomen d’origine indéterminée 
et de pertes cutanéo-muqueuses, respectivement.  
Les causes de défaut de production érythrocytaire par la moelle osseuse comprennent des 
atteintes intrinsèques de la moelle osseuse hématopoïétique (n= 48) et des facteurs à l’origine 
d’un dysfonctionnement médullaire (n=13), présentées en Figure 11. Les atteintes de la 
moelle osseuse par dysérythropoïèse comprennent des suppressions présumées de la moelle 
osseuse secondaires à une infection par le FelV, le virus de l'immunodéficience féline, la 
péritonite infectieuse féline et la panleucopénie féline, des néoplasies hématopoïétiques, des 
anémies centrales à médiation immune (hémolytiques, Pure Red Cell Aplasia), des aplasies 
médullaires, et des lésions toxiques ou médicamenteuses. Les atteintes de la moelle osseuse 
par dysmyélopoïèse comprennent un syndrome myélodysplasique primaire, deux 
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myélodysplasies secondaires au FelV, et deux syndromes myélodysplasiques d’origine 
indéterminée. Parmi les facteurs à l’origine d’une dysfonction médullaire, la cause la plus 
fréquemment retrouvée est la néphropathie chronique (n=5), puis la présence d’un processus 
inflammatoire chronique (n=4), ainsi que deux anémies centrales par carence martiale et deux 
anémies par hypocobalaminémie. Six chats présentent différentes causes de défaut de 
production érythrocytaire.  
Les causes d’anémies hémolytiques chez les chats étudiés sont présentées en Figure 12. La 
principale cause de destruction des hématies est l’hémolyse à médiation immune (n=21) avec 
trois cas d’AHMI primaire, six cas d’AHMI secondaire à une infection par Mycoplasma 
haemofelis, quatre cas d’AHMI secondaire à une infection par Candidatus mycoplasma 
haemominutum, un cas d’hyperhémolyse secondaire à un processus infectieux suppuré 
nécrotique hépatique et sept affections d’origines indéterminées. Les autres causes 
comprennent des infections par Mycoplasma spp. (n=11), et un cas d’anémie hémolytique à 
corps de Heinz. Un chat présente différentes causes d’hémolyse. 
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La somme des causes est différente du nombre total de chats car certains chats présentaient plusieurs causes 
de pertes sanguines. 
Figure 10 : Origines des pertes sanguines parmi les chats étudiés (n=49/125). 
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La somme des causes est différente du nombre total de chats car certains chats présentaient plusieurs causes 
de dysfonction érythropoïétique. 
Figure 11 : Origines des anémies centrales chez les chats étudiés (n=52/125). 
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La somme des causes est différente du nombre total de chats car certains chats présentaient plusieurs causes 
d’hémolyse. 
Figure 12 : Origine des anémies hémolytiques des chats étudiés (n=37/125). 
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La somme des causes est différente du nombre total de chiens car certains chiens présentaient plusieurs causes 
de pertes sanguines. 
Figure 13 : Origines des anémies par pertes sanguines des chiens étudiés (n=84/160). 
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secondaire à une vaccination (CHP PiBb L4 R) ont été présentés. L’origine de dix-neuf cas 
d’AHMI n’a pas pu être déterminée. Un chien souffrait de plusieurs causes d’hémolyse. 
 
La somme des causes est différente du nombre total de chiens car certains chiens présentaient plusieurs 
causes d’hémolyse 
Figure 14 : Origine des anémies hémolytiques des chiens étudiés (n=64/160). 
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La somme des causes est différente du nombre total de chiens car certains chiens présentaient plusieurs causes 
de dysfonction érythropoïétique. 
Figure 15 : Origines des anémies centrales chez les chiens étudiés (n=14/160). 
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ii. Transfusion de plasma 
 
Durant la période étudiée, trois chiens ont bénéficié d’une transfusion de plasma, dont 
une transfusion de plasma frais congelé et deux transfusions de plasma congelé, motivée dans 
chacun des cas par la survenue d’une coagulation intravasculaire disséminée. Cette 
coagulopathie a été diagnostiquée chez deux de ces chiens dans le cas de présentation pour 
un syndrome dilatation torsion de l’estomac, et en post-opératoire d’une lobectomie 
hépatique chez le troisième receveur (le seul ayant également bénéficié d’une transfusion de 
sang total homologue).  
 
C. Tests pré-transfusionnels et historique transfusionnel 
 
a. Groupage sanguin 
 
Tous les chats ont été groupés avant leur première transfusion au sein du pôle 
hospitalier des urgences. Cent dix-huit chats appartiennent au groupe A (94%) et sept chats 
appartiennent au groupe B (6%). Aucun chat n’a été identifié comme de groupe sanguin AB. 
Parmi les individus appartenant au groupe sanguin A, toutes les races précitées sont 
représentées, tandis que ceux appartenant au groupe B sont tous de race européenne.  
Parmi les 162 receveurs canins, 153 d’entre eux ont été groupés antérieurement au premier 
acte transfusionnel étudié. Soixante-cinq chiens sont de groupe DEA 1 négatif et 88 de groupe 
DEA 1 positif (57,5%). Un individu n’a pas été groupé pour cause de besoin urgent en ressource 
sanguine (larges pertes per-opératoires) et a bénéficié d’une transfusion de sang DEA 1 
négatif, ainsi que six autres patients pour lesquels le groupage n’était pas nécessaire du fait 
de la transfusion de sang total autologue. Le résultat du test de groupage de deux chiens n’est 
pas rapporté dans leur dossier médical.  
 
b. Statut infectieux 
 
Le statut quant aux rétroviroses félines comprenant le FIV et le FelV a été recherché 
chez 104 chats. Soixante-quinze chats (72% des individus testés) présentent un résultat 
doublement négatif à cet examen, 22 chats (21%) ont été diagnostiqués comme porteurs du 
FelV, quatre (4%) comme porteurs du FIV, et une infection concomitante par ces deux 
maladies virales a été mise en évidence chez trois individus (3%). 
Un test rapide de dépistage de quatre maladies vectorisées par les tiques a été réalisé chez 70 
des receveurs canins (43% de la population étudiée). Sur les 70 test réalisés, 65 (93%) se sont 
révélés négatifs, tandis que cinq infections à un de ces quatre pathogènes ont pu être 
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diagnostiquées (trois cas de positivité à Ehrlichia canis ou Ehrlichia ewingii, un cas de positivité 
à Borrelia burgdorferi et un cas de positivité à Dirofilaria immitis). 
 
c. Test de compatibilité pré-transfusionnel 
 
Un test de compatibilité pré-transfusionnel a été réalisé avant 33 événements 
transfusionnels envers des receveurs félins et 39 événements envers des receveurs canins, 
soit 21,2% (33/156) et 18,8 % (39/208) des transfusions de sang homologues, respectivement. 
Au sein de la population féline, douze ont été mis en œuvre avant le premier acte 
transfusionnel de l’individu (12/118 ; 10,2%), et dix-huit avant un acte subséquent (18/35 ; 
51,4%). L’ensemble des tests réalisés avant une transfusion subséquente concerne les actes 
espacés de plus de 3 jours des précédents. Le numéro d’acte transfusionnel dans l’historique 
des patients n’est pas rapporté pour trois événements avant lesquels des tests de 
compatibilité ont été réalisés.  
Concernant les receveurs canins, quatre cross-match concernent un premier acte 
transfusionnel (4/137 ; 2,9%), et 35 une transfusion subséquente (35/71 ; 49,3%). Un test de 
compatibilité a été réalisé pour tous les actes transfusionnels subséquents espacés de plus de 
trois jours des précédents, hormis deux actes pour lesquels la réalisation d’un cross-match n’a 
pas été rapportée dans le dossier médical des individus.    
Les animaux pour lesquels un test de compatibilité a été réalisé ont reçu du sang compatible. 
 
D. Réalisation pratique de la transfusion 
 
a. Dose de produit sanguin administrée 
 
Les moyennes et écart-types des doses administrées en fonction du type d’anémie, du 
produit sanguin transfusé et de l’espèce du receveur sont détaillés dans le Tableau 22. La 
moyenne des doses administrées sur l’ensemble des transfusions de sang total est de 15,10 ± 
5,43 mL/kg et de 18,84 ± 9,22 mL/kg chez le chat et le chien, respectivement. Les valeurs de 
trente doses chez le chien et douze doses chez le chat ne sont pas rapportées, ainsi que deux 
valeurs dans le cas de deux chiens ayant reçu une autotransfusion.  
La xénotransfusion a été administrée à la dose de 20 mL/kg. 
Parmi les trois actes transfusionnels de plasma, une seule dose de plasma congelé (4,2 mL/kg) 
est rapportée dans le dossier médical du receveur.  
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Tableau 22: Moyenne ± écart-type des doses de produit sanguin administrées (mL/kg).  
Produit sanguin administré 
Pertes 
sanguines 
Hémolyse 
Défaut de production 
érythrocytaire par la 
moelle osseuse 
Sang total homologue 
Chats 16,90 ± 6,16 13,12 ± 5,18 15,09 ± 4,50 
Chiens 18,21 ± 10,42 19,32 ± 7,50 20,12 ± 9,63 
Sang total autologue 
Chats 20,9   
Chiens 16,58 ± 12,23   
 
La dose de produit sanguin reçue par les patients félins souffrant d’hémolyse est 
significativement différente de ceux souffrant de pertes et de défaut de production, avec une 
valeur diminuée par rapport à ceux-ci (p<0.05). Les patients canins ne présentent pas de 
différence significative dans les valeurs de doses administrées. 
 
b. Durée transfusionnelle 
 
La durée transfusionnelle en fonction de l’espèce et du produit sanguin administré 
est présentée dans le Tableau 23. Trente données ne sont pas rapportées chez le chien (sept 
cas d’autotransfusions, un cas de transfusion de produit plasmatique, vingt-deux cas de 
transfusion de sang total) ainsi que quatorze valeurs chez le chat (transfusion de sang total). 
 
Tableau 23 : Moyenne ± écart-type de la durée des actes transfusionnels étudiés (heures). 
 Chiens  Chats 
Sang total homologue  4,24 ± 3,19 3,71 ± 1,13 
Sang total autologue 1,36 ± 0,38 4,5 
Plasma  1,75 ± 0,35  
Sang total hétérologue  4 
 
c. Caractéristiques des poches sanguines administrées 
 
Sur le total de la période étudiée, l’âge des unités de sang total est indiqué pour 190 
poches sur les 208 actes canins étudiés, et pour 139 poches sur les 157 actes félins étudiés 
(xénotransfusion comprise). Les actes de type autotransfusion ne sont pas inclus du fait de 
leur réalisation le même jour que la collecte sanguine.   
Concernant les receveurs canins, 106 d’entre eux ont bénéficié d’une transfusion de sang total 
avant la création de la banque de sang, profitant ainsi d’une administration de sang datant de 
moins de 24 heures après le don. Après la création de la banque de sang et la possibilité de 
stockage des produits sanguins, l’âge des poches a pu être recensé pour 84 d’entre elles, 
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l’administration se déroulant en moyenne 12,3 jours après leur collecte. Parmi celles-ci, 54 
poches datent d’entre 0 et 14 jours, 20 poches d’entre 15 et 28 jours, et 10 poches de plus de 
29 jours, dont une de plus de 35 jours.  
De même pour les receveurs félins, 83 d’entre eux ont reçu un produit sanguin avant la 
possibilité de stockage des poches d’unités sanguines. Concernant les 55 poches administrées 
après la création de la banque de sang, leur âge moyen au moment de la transfusion est de 
11,1 jours. Parmi elles, 39 poches ont entre 0 et 14 jours, 12 entre 15 et 28 jours, et 5 poches 
plus de 29 jours, toutes âgées de moins de 35 jours.  
 
E. Résultats à court terme et complications associées à la transfusion 
 
a. Hématocrite post-transfusionnel 
 
Les différences moyennes à 24 heures entre les hématocrites post- et pré-transfusionnels 
(ΔHt) selon les différents types d’anémie et la présence d’un cross-match pré-transfusionnel 
sont présentées dans les Tableau 24 et Tableau 25. 
La variation moyenne d’hématocrite à 24 heures après la transfusion sur l’ensemble des actes 
transfusionnels de sang total homologue est de 8,7 % (étendue : -8 à 30 ; n=88) dans la 
population canine étudiée, et de 7,3% (étendue : -2 à 20 ; n=63) dans la population féline 
étudiée. En ce qui concerne les chiens, le ΔHt à 24 heures est en moyenne de 8,44% (n=9) 
pour les individus ayant bénéficié d’un cross-match pré-transfusionnel contre 8,61% pour ceux 
pour lesquels il n’a pas été réalisé (n=53).  
 
Tableau 24 : Evolution de l'hématocrite post-transfusionnel chez les chats étudiés. 
 Pertes sanguines Hémolyse 
Défaut de production 
érythrocytaire par la 
moelle osseuse 
ΔHt moyen [étendue] (%) 
5,9 [-1 ;17]  
n=24 
8,1 [-2 ;20] 
n=25 
6,0 [1 ;16] 
n=21 
Test de compatibilité  
(1 : présence, 0 : absence) 
1 0 1 0 1 0 
ΔHt moyen (%) 
7 
n=2 
5,8 
n=22 
9,2 
n=7 
7 
n=2 
5,8 
n=22 
9,2 
n=7 
ΔHt= hématocrite 24 heures après la transfusion – hématocrite pré-transfusionnel 
 
Concernant les patients félins, les valeurs de ΔHt selon le type d’anémie ne sont pas 
significativement différentes. Elles ne sont également pas significativement différentes selon 
la présence d’un cross-match pré-transfusionnel, sur l’ensemble des actes, comme au sein de 
chaque catégorie d’anémie. 
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Tableau 25 : Evolution de l’hématocrite post-transfusionnel selon le type d’anémie chez les chiens étudiés. 
 Pertes sanguines Hémolyse 
Défaut de production 
érythrocytaire par la 
moelle osseuse 
ΔHt moyen [étendue] 
(%) 
6,4 [-8 ;22]  
n=43 
10,3 [-4 ;25]  
n=42 
18,9 [7 ;30]  
n=5 
Test de compatibilité  
(1 : présence, 0 : 
absence) 
1 0 1 0 1 0 
ΔHt moyen (%) 
5 
n=3 
6,5 
n=40 
10,9 
n=8 
10,2 
n=34 
n=0 
18,9 
n=5 
ΔHt= hématocrite 24 heures après la transfusion – hématocrite pré-transfusionnel 
 
Concernant les patients canins, ceux souffrant d’anémie par défaut de production ont une 
valeur de ΔHt plus élevée que ceux souffrant de pertes et d’hémolyse (p<0,05), et les individus 
souffrant de pertes ont un ΔHt diminué par rapport à ceux souffrant d’hémolyse et de défaut 
de production. De plus, aucune différence significative n’a été montrée entre les valeurs 
moyennes de ΔHt selon la présence d’un cross-match pré-transfusionnel ou non sur 
l’ensemble des actes. Aucune différence significative n’a également été trouvée au sein de 
chaque catégorie d’anémie, entre les animaux ayant bénéficié ou non d’un cross-match. 
Concernant les transfusions d’autres produits sanguins, peu de valeurs sont disponibles. Parmi 
les chiens ayant reçu une autotransfusion, seules deux valeurs de ΔHt ont pu être calculées, 
et celles-ci sont de -14% et 14%, leur moyenne est égale à 0.  
Le ΔHt concernant la xénotransfusion est de 13%. 
 
b. Réactions transfusionnelles  
 
Le nombre de cas des différentes réactions transfusionnelles est indiqué pour les chats 
et chiens survivants et non survivants dans les Tableau 26 et Tableau 27, respectivement.  
Parmi les actes transfusionnels de sang total (hors autotransfusion) chez les chats étudiés 
(157), 30 réactions transfusionnelles ont été mises en évidence sur 29 receveurs différents. La 
réaction transfusionnelle la plus prévalente est la survenue d’un syndrome fébrile non 
hémolytique (n=13), suivie de surcharges volémiques cardiovasculaires (7), de réactions 
allergiques (6), ainsi que la description d’une réaction hémolytique aigue et d’une réaction 
hémolytique retardée, et de façon plus anecdotique la transmission d’un agent infectieux 
(piroplasmes) et un accident thrombotique (nécrose de l’extrémité d’un membre thoracique). 
La xénotransfusion a été incluse dans le modèle, l’individu ayant souffert d’une réaction 
transfusionnelle de type syndrome fébrile non hémolytique. Une réaction immunitaire par la 
positivité du test d’agglutination 48 heures après la transfusion avait pu être mise en évidence, 
sans franche hémolyse massive clinique ou biologique cependant. Quatre chats ayant souffert 
de réactions transfusionnelles (trois syndromes fébriles, une réaction allergique) et onze chats 
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n’ayant pas souffert de réaction transfusionnelle n’ont pas été inclus dans l’analyse statistique 
présentée dans le Tableau 23 du fait de leur sortie d’hospitalisation sous sept jours post-
transfusionnels, et dont le suivi au-delà n’est pas disponible. La prévalence des réactions 
transfusionnelles pendant et jusqu’à sept jours après la transfusion est de 21,1% (30/142).  
 
Tableau 26 : Nombre (%) de réactions transfusionnelles chez 142 chats ayant reçu une transfusion de sang 
total (hors autotransfusion) ayant survécu (n=103) ou non (39). 
Réaction 
transfusionnelle 
Total (n=142) 
Chats survivants 
(n=103) 
Chats non 
survivants (n=39) 
P value 
Syndrome fébrile non 
hémolytique 
13 (9,2) 10 (9,7) 3 (7,7) 1 
Surcharge volémique 7 (4,9) 3 (2,9) 4 (10,3) 0,086 
Réaction allergique 6 (4,2) 1 (1,0) 5 (12,8) 0,068 
Réaction hémolytique 
aigue 
1 (0,7) 1 (1,0) 0 1 
Réaction hémolytique 
retardée 
1 (0,7) 1 (1,0) 0 1 
Transmission d’agent 
infectieux 
1 (0,7) 1 (1,0) 0 1 
Accident thrombotique 1 (0,7) 1 (1,0) 0 1 
Nombre total 30 (21,1) 18 (17,5) 12 (30,8) 0,083 
Un chat a souffert > 1 réaction transfusionnelle et est représenté dans chaque catégorie dans laquelle il était 
affecté. 
 
Aucun effet de la survenue d’un type de réaction transfusionnelle sur le décès de l’individu 
n’a été montré. 
Parmi les actes transfusionnels de sang total (hors autotransfusion) envers les receveurs 
canins de l’étude (208), 27 réactions transfusionnelles ont été rapportées sur 24 chiens (trois 
chiens ont souffert de plus d’une réaction transfusionnelle). Parmi celles-ci, la réaction avec 
la plus grande prévalence est la réaction allergique (n=12) comprenant cinq vomissements (un 
ou plusieurs), trois angiœdèmes faciaux, deux phénomènes de prurit, un cas de ptyalisme 
associé à un accès de toux, et deux réactions d’anaphylaxie dont un choc anaphylactique (forte 
suspicion dûe à la survenue d’un arrêt cardio-respiratoire dans les minutes après l’initiation 
de la transfusion). Deux chiens ayant souffert de réactions transfusionnelles (un syndrome 
fébrile associé à une réaction allergique et une surcharge volémique) et vingt-quatre chiens 
n’ayant pas souffert de réaction transfusionnelle n’ont pas pu être inclus dans l’étude 
statistique présentée dans le Tableau 27 du fait de leur sortie d’hospitalisation sous sept jours 
post-transfusionnels, et dont le suivi au-delà n’est pas disponible. La prévalence des réactions 
transfusionnelles pendant et jusqu’à sept jours après la transfusion est de 13,1% (24/182). 
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Tableau 27 : Nombre (%) de réactions transfusionnelles chez 182 chiens ayant reçu une transfusion de sang 
total (hors autotransfusion) ayant survécu (n=116) ou non (66). 
Réaction 
transfusionnelle 
Total (n=182) 
Chiens survivants 
(n=116) 
Chiens non 
survivants (n=66) 
P value 
Réaction allergique 11 (6,0) 8 (6,9) 3 (4,5) 0,748 
Syndrome fébrile non 
hémolytique 
10 (5,5) 4 (3,4) 6 (9,1) 0,173 
Surcharge volémique 3 (1,6) 3 (2,6) 0 (0) 0,555 
Nombre total 24 (13,1) 15 (12,9) 9 (13,6) 0,893 
Deux chiens ont souffert > 1 réaction transfusionnelle et sont représentés dans chaque catégorie dans laquelle 
ils étaient affectés. 
 
Aucun impact de la survenue d’un type de réaction transfusionnelle sur la mortalité des chiens 
n’a été démontré. 
En ce qui concerne les autotransfusions pratiquées et étudiées, le chat en ayant bénéficié n’a 
pas souffert de réaction transfusionnelle, tout comme les chiens concernés, ainsi que ceux 
ayant reçu une transfusion de produit plasmatique.  
 
c. Mortalité post-transfusionnelle 
 
 La mortalité après un événement transfusionnel est de 39,9% (79/198) pour les chiens 
et de 28,0% (40/143) pour les chats, tous produits sanguins confondus. Les données 
manquantes quant à la survie ou non de l’animal plus de 7 jours après un acte transfusionnel 
n’ont pas été incluses dans ces calculs (soit 26 actes sur 208 transfusions de sang total canins, 
et 15 actes félins sur 157) (bien que tous les animaux concernés soient sortis vivants de 
l’hôpital). 
A propos des actes de transfusion de sang total homologue, la mortalité est de 36,3% (66/182) 
et de 27,7% (39/141) parmi les patients canins et félins, respectivement. Trente-deux (32/66 ; 
48,5%) chiens et vingt-cinq (25/39 ; 64,1%) chats ont été euthanasiés, trente (30/66 ; 45,4%) 
chiens et douze chats (12/39 ; 30,8%) sont décédés en hospitalisation, et un chien (1/66 ; 
1,5%) et un chat (1/39 ; 2,6%) sont décédés des suites d’une complication transfusionnelle 
(choc anaphylactique pour le patient canin, et surcharge volémique pour le patient félin). 
L’information relative à la cause du décès de trois chiens et un chat n’est pas disponible.  
Concernant les transfusions d’autres produits sanguins, 76,9% des receveurs canins (10/13) et 
le receveur félin d’autotransfusion sont décédés dans les jours ayant suivi leur administration. 
Sept chiens (53,8%) ont été euthanasiés et un chien (7,7%) et le chat sont décédés durant 
l’hospitalisation. La cause du décès de deux chiens n’est pas rapportée. Les chiens ayant 
bénéficié de transfusion de plasma sont tous trois décédés peu après l’acte (deux en 
hospitalisation, un par euthanasie). Le chat ayant reçu une xénotransfusion a survécu après 
son acte transfusionnel et est sorti d’hospitalisation.  
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F. Facteurs de risques à la survenue de complications transfusionnelles 
 
a. Receveurs félins 
 
i. Analyse univariée 
 
 Le signalement et les variables cliniques et transfusionnelles des chats ayant souffert 
ou non de réactions transfusionnelles sont résumés dans le Tableau 28.  
Tableau 28 : Comparaison des variables transfusionnelles entre les chats ayant souffert ou non de réactions 
transfusionnelles, en considérant l’ensemble des actes transfusionnels et les premiers actes transfusionnels 
dans l’historique de l’animal. 
 
Tous les actes transfusionnels 
(n=141) 
Premier acte transfusionnel 
(n=110) 
 
Pas de 
réaction 
Réaction 
P 
value 
Pas de 
réaction 
Réaction 
P 
value 
Rang d’acte 
transfusionnel 
1,24 1,29 0,646    
Anémie (% par 
pertes sanguines) 
113 (45,1%) 28 (28,6%) 0,136 88 (44,3%) 22 (37,5%) 0,146 
Anémie (% par 
hémolyse) 
113 (28,3%) 28 (25,0%) 0,817 88 (29,5%) 22 (27,3%) 0,834 
Anémie (% par 
défaut 
d’érythropoïèse) 
113 (44,2%) 28 (53,6%) 0,404 88 (40,9%) 22 (54,5%) 0,249 
FIV (% de positivité 
au SNAP) 
93 (7,5%) 27 (11,1%) 0,692 70 (6,1%) 21 (14,3%) 0,346 
FeLV (% de positivité 
au SNAP) 
93 (15,1%) 27 (37,0%) 0,012 70 (15,7%) 21 (42,9%) 0,015 
Cross-match (% de 
Oui) 
113 (20,4%) 28 (32,1%) 0,210 88 (12,5%) 22 (18,2) 0,495 
Age de la poche 
d’unité sanguine 
(jours) 
4,5 1,9 0,150 4,4 2,0 0,228 
Dose (mL/kg) 15,01 15,43 0,738 15,39 14,22 0,401 
Durée 
transfusionnelle (h) 
3,7 3,8 0,641 3,8 3,8 0,885 
Hématocrite pré-
transfusionnel (%) 
10,74 9,08 0,040 15,39 14,22 0,021 
Température pré-
transfusionnelle (°C) 
36,7 36,5 0,633 36,6 36,4 0,568 
Réaction à une 
transfusion 
antérieure (% Oui) 
26 (23,1%) 6 (33,3%) 0,625    
Réaction à la 
première transfusion 
(% Oui) 
26 (19,2%) 6 (33,3%) 0,590    
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Concernant l’étude des premiers actes transfusionnels dans la vie des animaux, l’analyse 
univariée des variables transfusionnelles a montré une différence significative dans la valeur 
d’hématocrite pré-transfusionnel entre les deux groupes (p=0,021) : la moyenne de 
l’hématocrite pré-transfusionnel dans le groupe ayant souffert de réactions transfusionnelles 
(14,22%) était inférieure à la moyenne du groupe n’ayant pas présenté de réaction (15,39%). 
De plus, dans l’échantillon, la proportion de positivité au SNAP FelV était supérieure parmi les 
individus ayant souffert d’une réaction transfusionnelle (p=0,015). 
Concernant l’étude de l’ensemble des actes transfusionnels, l’analyse univariée a prouvé qu’il 
existait une différence significative entre les hématocrites pré-transfusionnels des deux 
groupes d’intérêt : l’hématocrite pré-transfusionnel des chats ayant souffert d’une réaction 
transfusionnelle (9,08%) est diminué par rapport à ceux n’ayant pas souffert d’une réaction 
(10,7%). De plus, la positivité au SNAP FelV était significativement différente entre les deux 
groupes étudiés, supérieure dans le groupe ayant souffert de réactions transfusionnelles 
(p=0,012). 
 
ii. Analyse multivariée 
 
 Le rapport de cotes des facteurs de risques jugés significatifs dans l'analyse multivariée 
des réactions transfusionnelles est résumé dans le Tableau 29. 
 
Tableau 29 : Rapports de cotes des facteurs de risques s’étant révélés significatifs dans l'analyse multivariée 
des réactions transfusionnelles chez les chats étudiés. 
 Tous les actes transfusionnels Premier acte transfusionnel 
Variable OR (95% CI) P value OR (95% CI) P value 
Hématocrite pré-
transfusionnel 
(élévation de 1%) 
  0,831 (0,680 ; 1,015) 0,070 
Positivité au FeLV 2,730 (0,920; 7,995) 0,068 3,431 (0,910 ; 12,930) 0,069 
 
L’analyse multivariée montre que le taux d’hématocrite pré-transfusionnel est associé au 
développement de réactions transfusionnelles dans le cas d’un premier acte transfusionnel 
(rapport de cotes = 0,83, IR 0,680 à 1,015, P = 0,070), de sorte qu’un hématocrite pré-
transfusionnel plus élevé diminue le risque de survenue d’une réaction. Considérant le 
premier acte tout comme l’ensemble des actes transfusionnels, l’analyse prouve que la 
positivité au SNAP FeLV est un risque de développement de réactions 
transfusionnelles (premier acte transfusionnel : rapport de cotes = 3,431, IR de 0,910 à 12,930, 
P = 0,069 ; tous les actes transfusionnels : OR = 2,730, IR de 0,920 à 7,995, P = 0,068). 
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b. Receveurs canins 
 
i. Analyse univariée 
 
 Le signalement et les variables cliniques et transfusionnelles des chiens ayant souffert 
ou non de réactions transfusionnelles sont résumés dans le Tableau 30. 
Tableau 30 : Comparaison des variables transfusionnelles entre les chiens ayant souffert ou non de réactions 
transfusionnelles, en considérant l’ensemble des actes transfusionnels et les premiers actes transfusionnels 
dans l’historique de l’animal. 
 
Tous les actes transfusionnels 
(n=182) 
Premier acte transfusionnel 
(n=117) 
 
Pas de 
réaction 
Réaction 
P 
value 
Pas de 
réaction 
Réaction 
P 
value 
Acte transfusionnel 1,48 1,52 0,827    
Anémie (% par 
pertes sanguines) 
161 (56,5%) 21 (42,9%) 0,237 
103 
(56,3%) 
14 (28,6%) 0,084 
Anémie (% par 
hémolyse) 
161 (37,3%) 21 (52,4%) 0,182 
103 
(34,0%) 
14 (28,6%) 0,772 
Anémie (% par 
défaut 
d’érythropoïèse) 
161 (8,1%) 21 (9,5%) 0,685 
103 
(19,7%) 
14 (7,1%) 1 
Groupe sanguin DEA 
1 (% de positivité) 
158 (53,2%) 21 (66,7%) 0,243 
100 
(53,0%) 
14 (71,4%) 0,256 
Cross-match (% de 
Oui) 
159 (20,1%) 21 (14,3%) 0,772 103 (2,9%) 14 (0%) 1 
Age de la poche 
d’unité sanguine 
(jours) 
4,6 4,7 0,976 4,8  5,7 0,747 
Dose (mL/kg) 18,8 17,3 0,461 18,5 20,8 0,318 
Durée 
transfusionnelle (h) 
4,2 4,5 0,696 4,4 5,4 0,334 
Hématocrite pré-
transfusionnel (%) 
16,51 13,43 0,084 16,74 12,79 0,092 
Température pré-
transfusionnelle (°C) 
38,1 38,3 0,492 38,1 38,6 0,130 
Réaction à une 
transfusion 
antérieure (% Oui) 
55 (16,4%) 7 (42,9%) 0,125    
Réaction à la 
première transfusion 
(% Oui) 
55 (12,7%) 7 (42,9%) 0,076    
 
Concernant l’étude des premiers actes transfusionnels dans l’historique des patients et de 
l’ensemble des actes transfusionnels, aucune variable n’a été montrée comme 
significativement différente entre les groupes étudiés pour la survenue de réaction 
transfusionnelle. 
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ii. Analyse multivariée 
 
 Les analyses multivariées quant au développement d’une réaction transfusionnelle 
concernant le premier acte comme l’ensemble des actes transfusionnels n’ont révélé aucune 
variable comme représentant un facteur de risque chez le chien. 
 
G. Facteurs de risques de mortalité post-transfusionnelle 
 
a. Receveurs félins 
 
i. Analyse univariée 
 
 Le signalement et les variables cliniques et transfusionnelles des chats ayant survécu 
ou non sont résumés dans le Tableau 31. 
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Tableau 31 : Comparaison des variables transfusionnelles entre les chats n’ayant pas survécu après l’acte 
transfusionnel et ceux ayant survécu, en considérant l’ensemble des actes transfusionnels et les premiers 
actes transfusionnels dans l’historique de l’animal. 
 
Tous les actes transfusionnels 
(n=141) 
Premier acte transfusionnel (n=109) 
 Survie Décès P value Survie Décès P value 
Acte transfusionnel 1,25 1,23 0,791    
Anémie (% par 
pertes sanguines) 
102 (41,2%) 39 (43,6%) 0,795 31 (41,9%) 78 (41,0%) 0,931 
Anémie (% par 
hémolyse) 
102 (32,4%) 39 (15,4%) 0,044 31 (12,9%) 78 (35,9%) 0,017 
Anémie (% par 
défaut 
d’érythropoïèse) 
102 (44,1%) 39 (51,3%) 0,445 31 (51,6%) 78 (39,7%) 0,259 
FIV (% de positivité 
au SNAP) 
86 (8,1%) 34 (8,8%) 1 26 (7,7%) 64 (7,8%) 1 
FeLV (% de positivité 
au SNAP) 
86 (15,1%) 34 (32,4%) 0,030 26 (30,8%) 64 (17,2%) 0,152 
Cross-match (% de 
Oui) 
102 (24,5%) 39 (17,9%) 0,405 31 (9,7%) 78 (15,4%) 0,435 
Age de la poche 
d’unité sanguine 
(jours) 
3,3 5,9 0,104 3,6 4,8 0,520 
Dose (mL/kg) 15,3 14,5 0,487 15,4 14,7 0,560 
Durée 
transfusionnelle (h) 
3,8 3,5 0,249 3,8 3,7 0,607 
Hématocrite pré-
transfusionnel (%) 
10,20 10,94 0,308 10,07 11,03 0,237 
Température pré-
transfusionnelle (°C) 
36,9 36,2 0,081 36,9 35,9 0,027 
Réaction 
transfusionnelle à 
l’acte en cours (% de 
Oui) 
102 (16,7%) 39 (28,2%) 0,124 31 (35,5%) 78 (14,1%) 0,012 
Réaction à une 
transfusion en cours 
ou antérieure (% 
Oui) 
103 (20,4%) 39 (33,3%) 0,107    
Réaction à la 
première transfusion 
(% de Oui) 
24 (20,8%) 8 (25,0%) 1    
 
Concernant l’étude des premiers actes transfusionnels dans la vie des animaux, l’analyse 
univariée des variables transfusionnelles a montré une tendance à l’augmentation de la 
mortalité chez les individus ayant souffert d’une réaction transfusionnelle au cours de l’acte 
étudié (p=0,012), et également pour la variable « anémie par hémolyse VS autres causes » 
(p=0,017). De plus, la température pré-transfusionnelle était diminuée (35,9°C) dans le groupe 
n’ayant pas survécu, par rapport au groupe ayant survécu (36,9°C). 
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Concernant l’étude de l’ensemble des actes transfusionnels, l’analyse univariée a prouvé qu’il 
existait une différence significative entre les groupes étudiés quant à la positivité au SNAP 
FeLV (p=0,03), et à la proportion d’individus atteints d’anémie de catégorie hémolyse 
(p=0,044). 
  
ii. Analyse multivariée 
 
 Le rapport de cotes des facteurs de risques jugés significatifs dans l'analyse 
multivariée de la mortalité est résumé dans le Tableau 32. 
 
Tableau 32 : Rapports de cotes des facteurs de risque s’étant révélés significatifs dans l'analyse multivariée 
de la mortalité des chats étudiés.  
 Tous les actes transfusionnels Premier acte transfusionnel 
Variable OR (95% CI) P value OR (95% CI) P value 
Hémolyse VS autres 
catégories 
  0,308 (0,083 ; 1,147) 0,079 
Hématocrite pré-
transfusionnel 
(élévation de 1%) 
  1,213 (1,005 ; 1,465) 0,044 
Température pré-
transfusionnelle 
(élévation de 1°C) 
  0,752 (0,547 ; 1,032) 0,078 
Durée transfusionnelle 
(élévation de 1h) 
0,553 (0,311 ; 0,985) 0,044   
  
L’analyse multivariée de la mortalité lors du premier acte transfusionnel montre que la 
pathologie sous-jacente classée dans la catégorie d’anémie par hémolyse est associée au 
risque de mortalité post-transfusionnelle (OR = 0,308, IR de 0,083 à 1,147, P = 0,079) de sorte 
que le fait de souffrir d’une anémie catégorisée comme hémolytique diminue 
significativement le risque de mortalité. Les individus avec un hématocrite plus élevé ont 
néanmoins plus de risques de ne pas survivre après la transfusion (OR = 1,213, IR de 1,005 à 
1,465, P = 0,044). De plus, une température pré-transfusionnelle plus élevée est associée à 
une diminution significative du risque de ne pas survivre après un acte transfusionnel (OR = 
0,752, IR de 0,547 à 1,032, P = 0,078).  
L’analyse multivariée de la mortalité sur l’ensemble des actes transfusionnels révèle une 
association entre durée transfusionnelle et mortalité post-transfusionnelle de sorte qu’une 
transfusion plus longue est associée à une diminution du risque de ne pas survivre après la 
transfusion (OR= 0553, IR de 0,311 à 0,985, P= 0,044).  
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b. Receveurs canins 
 
i. Analyse univariée 
 
 Le signalement et les variables cliniques et transfusionnelles des chiens survivants ou 
non sont résumés dans le Tableau 33. 
 
Tableau 33 : Comparaison des variables transfusionnelles entre les chiens n’ayant pas survécu après l’acte 
transfusionnel et ceux ayant survécu, en considérant l’ensemble des actes transfusionnels et les premiers 
actes transfusionnels dans l’historique de l’animal. 
 
Tous les actes transfusionnels 
(n=182) 
Premier acte transfusionnel 
(n=117) 
 Survie Décès P value Survie Décès P value 
Acte transfusionnel 1,48 1,50 0,885    
Anémie (% par 
pertes sanguines) 
116 (52,6%) 66 (59,0%) 0,396 76 (50,0%) 
41 
(58,5%) 
0,377 
Anémie (% par 
hémolyse) 
116 (41,4%) 66 (34,8%) 0,385 76 (42,1%) 
41 
(31,7%) 
0,270 
Anémie (% par 
défaut 
d’érythropoïèse) 
116 (7,8%) 66 (9,1%) 0,753 76 (9,2%) 
41 
(12,2%) 
0,751 
Groupe sanguin DEA 
1 (% de positivité) 
115 (52,2%) 64 (59,4%) 0,354 75 (53,3%) 
39 
(59,0%) 
0,566 
Cross-match (% de 
Oui) 
114 (20,2%) 66 (18,2%) 0,745 76 (3,9%) 41 (0%) 0,551 
Age de la poche 
d’unité sanguine 
(jours) 
4,3 5,2 0,532 4,8 5,7 0,747 
Dose (mL/kg) 19,0 17,8 0,420 18,5 20,8 0,318 
Durée 
transfusionnelle (h) 
44 4,0 0,406 4,4 5,5 0,334 
Hématocrite pré-
transfusionnel (%) 
15,52 17,26 0,152 16,7 12,8 0,092 
Température pré-
transfusionnelle (°C) 
38,2 38,0 0,232 38,1 38,6 0,130 
Réaction 
transfusionnelle à 
l’acte en cours (% de 
Oui) 
116 (10,3%) 66 (13,6%) 0,504 76 (11,8%) 
41 
(12,2%) 
0,955 
Réaction à une 
transfusion en cours 
ou antérieure (% 
Oui) 
116 (14,7%) 66 (16,7%) 0,831    
Réaction à la 
première transfusion 
(% de Oui) 
38 (21,0%) 24 (8,3%) 0,291    
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L’analyse univariée de la mortalité post-transfusionnelle chez les chiens via l’étude du premier 
acte transfusionnel et celle de l’ensemble des actes transfusionnels n’a montré aucune 
différence significative entre le groupe d’individus ayant survécu et celui n’ayant pas survécu. 
 
ii. Analyse multivariée 
 
 Le rapport de cotes des facteurs de risques jugés significatifs dans l'analyse 
multivariée de la mortalité est résumé dans le Tableau 34. 
 
Tableau 34 : Rapports de cotes des facteurs de risques s’étant révélés significatifs dans l'analyse multivariée 
de la mortalité des chiens étudiés. 
 Tous les actes transfusionnels Premier acte transfusionnel 
Variable OR (95% CI) P value OR (95% CI) P value 
Température pré-
transfusionnelle 
(élévation de 1°C) 
  0,810 (0,647 ; 1,015) 0,067 
 
L’analyse multivariée du risque de mortalité suite au premier acte transfusionnel dans 
l’historique du receveur canin montre une association avec la valeur de température pré-
transfusionnelle, de sorte qu’une température plus élevée diminue le risque de ne pas survivre 
après la transfusion (OR = 0,810 ; IR de 0,647 à 1,015). 
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QUATRIEME PARTIE 
Discussion
 
92 
 
A. Populations étudiées 
 
 Dans cette étude, 125 chats et 162 chiens ont reçu une transfusion entre 2013 et 2020 
au sein du pôle hospitalier des urgences et soins intensifs de l’Ecole vétérinaire de Toulouse. 
Les études de populations d’animaux de compagnie en France démontrent qu’en novembre 
2020, les foyers français comptaient 15,1 millions de chats et 7,5 millions de chiens avec une 
tendance à l’augmentation de la population féline domestique et à la stabilité de la population 
canine (enquête FACCO, 2021). Cependant, la médicalisation des chats est moindre (58,8% 
des chats contre 84,7% des chiens présentés en clinique vétérinaire au moins une fois par an) 
(enquête IPSOS, 2019) et pourrait en partie expliquer ces nombres. Enfin, ces deux espèces 
sont différentes et les affections à l’origine d’une anémie sont inhérentes à celles-ci, illustré 
dans cette étude par les différentes proportions de catégories d’anémie (52,5% des chiens ont 
été transfusés secondairement à des pertes sanguines, alors que la majorité [41,6%] des chats 
transfusés souffraient d’un défaut érythropoïétique). 
 Concernant les races canines incluses dans cette étude, les Labradors et les Border 
Collies sont les plus représentées après les chiens sans pedigree (croisés), ne correspondant 
pas aux races les plus inscrites au LOF en 2020 (les cinq races les plus représentées étant le 
Berger Australien, le Berger Belge Malinois, le Staffordshire Bull Terrier, le Berger Allemand et 
le Golden Retriever), ceci pouvant être en partie expliquer par la non-inscription au LOF des 
animaux présentés. Les chats avec pedigree inclus dans cette étude (15/125) étaient 
majoritairement des Maine Coon (5), suivis par des Chartreux et des Persan (3 de chaque), les 
statistiques des chats inscrits au LOOF en 2020 comptant en majorité des Maine Coon, alors 
que les Persan et les Chartreux occupent la 6ème et 7ème position en termes de nombre, 
respectivement. La prévalence des races de chat dans cette étude n’est pas significative 
compte tenu de la faible proportion de chats avec pedigree présentés et dans la population 
française.  
 La proportion majoritaire de transfusions de sang total homologue (99% des 
transfusions félines et 92,5% des transfusions canines) dans cette étude s’explique par 
l’impossibilité de transformation du sang collecté après un don au sein du pôle hospitalier de 
l’Ecole vétérinaire de Toulouse. 
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B. Indications à la transfusion  
 
 Les indications à la transfusion étaient quasi exclusivement des anémies, avec 
seulement trois cas canins de coagulation intravasculaire disséminée ayant motivé une 
transfusion de produit plasmatique (lié à la disponibilité des produits sanguins).  
 Dans cette étude, la première cause par catégorie d’anémie chez les chats est le défaut 
de production érythrocytaire par la moelle osseuse (41,6%), suivie par les pertes sanguines 
(39,2%) et l’hémolyse (29,6%). Ces résultats sont comparables à ceux trouvés par Martinez-
Sogues et al. dans leur étude publiée en 2020 (défaut d’érythropoïèse : 44,0% des transfusions 
de sang total / concentré globulaire, pertes sanguines : 38,7%, hémolyse : 24,9%) et par 
l’équipe de Sylvane en 2018 en terme d’ordre de prévalence des catégories d’anémie, tandis 
que des études moins récentes présentaient l’anémie par pertes sanguines comme 
l’indication principale de transfusion chez le chat (Weingart, 2004) (Castellanos, 2004) (Klaser, 
2005) (Godinho-Cunha, 2011). Le travail publié par McClosky en 2018 rapporte une proportion 
égale de chats souffrant d’hémorragie que de déficience érythropoïétique. Ce changement 
pourrait être expliqué par une amélioration des techniques médicales de diagnostic et de 
traitement des affections - notamment chroniques - à l’origine d’une anémie chez le chat. 
L’augmentation de la médicalisation féline et du consentement des propriétaires pour les 
procédures de soin, même en cas de pronostic sombre, en est également un facteur. 
Les valeurs moyennes du taux d’hématocrite pré-transfusionnel chez les chats 
transfusés était en moyenne de 10,59%. Les travaux publiés par Castellanos en 2004 révèlent 
un taux pré-transfusionnel moyen de 14%, valeur supérieure à celles de notre étude, de façon 
similaire aux travaux publiés par Sylvane (16,3%-17,3%) et McClosky (15%) en 2018. Ces 
différences peuvent être expliquer par le choix d’adoption d’une stratégie restrictive face à la 
thérapie transfusionnelle chez le chat au sein du pôle hospitalier des urgences et soins 
intensifs. De plus, il a également été démontré dans notre étude une tendance à considérer 
la transfusion de manière plus précoce chez les chats souffrant de pertes sanguines par 
rapport à ceux souffrant d’anémie hémolytique ou de défaut d’érythropoïèse (11,65% VS 
10,22% et 9,71% d’hématocrite en moyenne, respectivement), constatation retrouvée dans 
l’étude de Martinez-Sogues (2020) (Ht pré-transfusionnel dans la catégorie anémie par 
pertes : 14,8%, anémie hémolytique : 11,5%, anémie par défaut de production : 11,1%).  On 
note également une tendance à adopter la thérapie transfusionnelle de manière retardée 
dans le groupe souffrant d’anémies par défaut de production par rapport aux autres causes. 
Ces différences sont explicables par le choix éclairé de recourir à une thérapie 
transfusionnelle, non pas limité à la valeur de l’hématocrite mais bien à plusieurs facteurs, 
dont le mode d’évolution de l’anémie (aigu ou chronique) et la clinique de l’animal 
notamment, de sorte qu’un animal souffrant d’une anémie chronique sera moins débilité pour 
un taux d’hématocrite comparable qu’un animal souffrant d’une anémie d’apparition aiguë, 
suite à un traumatisme par exemple. 
 Concernant les causes d’anémies chez le chien, plus de la moitié des chiens étudiés 
(52,5%) souffraient d’anémie par pertes sanguines, puis en proportion décroissante d’anémie 
hémolytique (40%) et de défaut d’érythropoïèse (8,8%). L’ordre de ces catégories en termes 
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de prévalence est comparable à celui publié par Kerl et Honhaus en 1993 (anémie ayant 
motivé une transfusion de concentré globulaire par pertes sanguines : 70% des cas, anémie 
hémolytique : 22% des cas, défaut érythropoïétique : 8% des cas) et par Callan, Oakley, Dhofer 
et Giger en 1996 (74%/ 14%/ 14%, respectivement). L’étude publiée par Godinho-Cunha en 
2011 révèle également une majorité des cas de transfusion motivés par une affection de type 
anémie par pertes, bien que la population étudiée soit peu nombreuse (7 chiens). En termes 
d’étiologie, la cause la plus fréquente dans notre étude est l’anémie hémolytique à médiation 
immune (61/160 ; 38,1%), suivie par des néoplasies (20/160 ; 12,5%), constatation retrouvée 
dans l’étude publiée par Holowaychuk, Leader, et Monteith en 2014 (AHMI : 31,3% des chiens 
ayant reçu une transfusion de concentré globulaire, néoplasies : 16,1%).  
Le taux moyen d’hématocrite pré-transfusionnel chez le chien est de 16,81% dans notre étude. 
Cette valeur est comparable à celle publiée par Holowaychuk en 2014 (16-18%). De plus, il a 
été observé dans notre étude une valeur significativement supérieure pour la catégorie de 
chiens souffrant d’anémie par pertes sanguines que dans les autres (20,18% VS 12,56% et 
11,45%, hémolyse et défaut érythropoïétique, respectivement). Ce résultat peut, de la même 
manière que chez le chat, s’expliquer par le choix éclairé et adapté à l’état clinique du chien 
de recourir à la thérapie transfusionnelle.  
 Enfin, les trois transfusions de produit plasmatique ont été motivées par le diagnostic 
de CIVD. Le traitement de coagulopathie est la cause principale de transfusion de plasma frais 
congelé dans les études publiées par Snow (période d’étude 2006-2008) (2010) et par Logan 
(2001) bien que la CIVD ne soit pas l’indication principale. L’utilisation de produit plasmatique 
dans le cas d’une CIVD est controversée, et son utilisation doit être raisonnée en tant que 
thérapie adjuvante au traitement de la cause sous-jacente (le cas dans notre étude). 
L’interprétation de ce résultat est à nuancer du fait du faible nombre de cas étudiés, l’accès 
au produit plasmatique restant anecdotique au sein du pôle hospitalier.  
 
C. Tests pré-transfusionnels et historique transfusionnel 
 
 La quasi-totalité (94%) des chats transfusés sont de groupe A, le groupe B étant plus 
rare (8,6%) et le groupe AB n’ayant pas été typé dans cette étude. Ces proportions sont 
comparables à celles retrouvées dans plusieurs études rétrospectives de la transfusion chez 
le chat, bien que quelques-unes possédant un nombre plus important de cas aient permis la 
présence de chats de groupe AB (Martinez-Sogues, 2020) (Castellanos, 2004) (Griot-Wenk, 
1995) (Sylvane, 2018) (Weingart, 2004) (McClosky, 2018), et à celles étudiant la prévalence 
des groupes au sein de la population féline en considérant que la majorité (88%) des chats 
étudiés sont sans pedigree (Taylor, 2021).  
Un cinquième des chats testés sont positifs à l’antigène du FeLV, la prévalence des individus 
porteurs en France allant de moins de 1% pour les animaux vivant seuls et pouvant atteindre 
20% pour ceux vivant en collectivité. En effet, la transmission du virus est souvent directe, 
surtout par l’intermédiaire de la salive (toilettage mutuel, léchage, morsure). La transmission 
de la mère vers ses chatons est possible mais pas systématique, et la transmission indirecte 
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par le biais de litière ou des gamelles est rare du fait de la faible résistance du virus dans le 
milieu extérieur. La présentation clinique polymorphe du FeLV est conséquente à un déficit 
immunitaire permettant le développement d’autres affections potentiellement à l’origine 
d’une anémie hémolytique, d’une anémie non régénérative par myélosuppression, et un effet 
oncogène sur les organes lymphoïdes et la moelle osseuse, augmentant le risque de 
développer une anémie et de recourir à la thérapie transfusionnelle.  
 Concernant le groupage sanguin des receveurs canins, il a été trouvé plus de chiens 
typés DEA 1 positif que négatif (54,3% VS 40,1%), compatible avec la prévalence plus élevée 
du groupe DEA 1 positif au sein de la population canine (Euler, Lee, 2016).  
La totalité des tests de compatibilité pré-transfusionnels sur les receveurs canins et félins ont 
été réalisés conformément aux recommandations quant à son utilisation (acte transfusionnel 
sur un animal dont l’historique n’est pas entièrement connu, ou acte espacé de plus de trois 
jours du précédent) (Davidow, 2021). 
 
D. Commentaires sur les pratiques transfusionnelles étudiées 
 
 La moyenne des doses administrées sur l’ensemble des transfusions de sang total est 
de 15,10 mL/kg et de 18,84 mL/kg chez le chat et le chien, respectivement, conformément 
aux recommandations transfusionnelles (Kuo, 2020), les volumes ayant été calculés à l’aide 
des formules dédiées.  
La dose de sang total administrée aux patients félins souffrant d’hémolyse était 
significativement diminuée par rapport à ceux souffrant d’autres causes d’anémies. Cette 
différence ne s’explique pas par un poids moyen plus élevé des chats transfusés, ni de façon 
volontaire par un moindre objectif de gain en points d’hématocrite via la transfusion, le taux 
d’hématocrite pré-transfusionnel de ces patients n’étant pas significativement plus élevé.  
Cette tendance n’est cependant pas retrouvée chez les patients canins. 
Les doses de sang total autologue administrées sont également conformes aux 
recommandations transfusionnelles (16,58 mL/kg en moyenne chez le chien, une seule valeur 
de 20,9 mL/kg chez le chat). 
L’unique dose de plasma administrée est de 4,2 mL/kg, valeur beaucoup plus faible que celles 
recommandées, pour laquelle un manque d’efficacité peut être fortement suspecté. 
La durée transfusionnelle moyenne chez le chien est supérieure aux recommandations 
(Davidow, 2021), et l’écart-type associé est presque aussi large que la valeur elle-même (4,24 
± 3,19), du fait que de nombreuses transfusions se sont déroulées en plusieurs temps 
transfusionnels (réactions transfusionnelles ou suspicion, ou encore grand volume à 
transfuser), et le débit transfusionnel diminué chez les individus pour lesquels une 
cardiopathie ou une néphropathie avait été diagnostiquée ou suspectée. Cependant, malgré 
ce temps de transfusion allongé, aucun patient n’a développé de clinique compatible avec une 
infection bactérienne.  
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La durée lors d’autotransfusion chez le chien est inférieure de plus de la moitié au temps 
recommandé pour le sang total homologue (1,4 heures en moyenne). Cette diminution de 
durée, qui est liée à un débit de transfusion plus rapide, pourrait être expliquée par l’aspect 
sécuritaire de cette technique en ce qui concerne la compatibilité mais aussi par son utilisation 
en tant que produit colloïde de remplissage vasculaire rapide, en plus d’être une source de 
globules rouges dans les cas d’hémorragie cavitaire.  
 Après la création de la banque de sang et ainsi la possibilité de stocker des produits 
sanguins, 88% et 91% des unités sanguines administrées à des receveurs canins et félins, 
respectivement, étaient d’un âge inférieur à 28 jours (maximum 35 jours) (âge limite 
recommandé dans la seconde édition du Small animal Critical Care Medicine, Silverstein et 
Hopper, 2015). La décision d’utilisation d’une poche âgée de plus de 35 jours est éclairée par 
son observation macroscopique et la surveillance rapprochée du receveur pendant et après la 
transfusion (réactions transfusionnelles, MODS…), dans un contexte où les réserves sanguines 
peuvent être affaiblies, et les collectes du sang des donneurs réalisées par une équipe 
habituée, expérimentée, et formée aux méthodes appropriées de collecte et d’asepsie. Lors 
des analyses univariées et multivariées de notre étude, il n’a pas été trouvé de lien entre le 
développement d’une réaction transfusionnelle et l’âge de l’unité sanguine. 
 
E. Commentaires sur l’efficacité à court terme de la thérapie 
transfusionnelle 
  
 Lors d’administration de sang homologue, une hausse en hématocrite 24 heures après 
la transfusion est documentée chez 61 chats et 80 chiens. Deux déclins chez le chat et huit 
chez le chien ont également été recensés, phénomène non rare et précédemment décrit 
(Weingart, 2004) (Godinho-Cunha, 2011). Les causes incluent une hémodilution par les fluides 
cristalloïdes administrés et la persistance de la cause primaire (perte sanguine ou hémolyse 
(Rozanski, 2004). La hausse d’hématocrite par le moyen de la transfusion de sang total est de 
8,7% chez les patients canins et 7,3% chez les patients félins. Ces valeurs sont similaires à 
légèrement plus élevées que dans des études précédemment réalisées (Godinho-Cunha, 
2011) (Klaser, 2005) (Martinez-Sogues, 2020) (Castellanos, 2004), ce qui témoigne de résultats 
satisfaisants pour l’hôpital de l’Ecole vétérinaire de Toulouse.   
En ce qui concerne la transfusion féline, aucune différence significative n’a été trouvée 
dans l’évolution de l’hématocrite en fonction de la catégorie d’anémie et de la présence d’un 
cross-match pré-transfusionnel, alors que les travaux récents publiés par Martinez-Sogues 
(2020) révélaient une valeur post-transfusionnelle plus élevée chez les chats souffrant 
d’hémolyse, diminuée chez ceux souffrant de pertes sanguines, et également augmentée lors 
d’utilisation de sang préalablement testé compatible. L’étude publiée par Sylvane en 2018 n’a 
pas montré de différence significative dans l’évolution de l’hématocrite post-transfusionnel 
entre les groupes de chats ayant reçu du sang testé compatible ou non. L’examen de 
l’efficacité transfusionnelle autour de la variable hématocrite en fonction d’autres variables 
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transfusionnelles comme celles étudiées ici pourrait faire l’objet d’une étude prospective et 
ainsi éclairer cette réflexion.  
En ce qui concerne la transfusion canine, une efficacité supérieure a été trouvée chez 
les individus souffrant de défaut d’érythropoïèse, pouvant être relié à la possible persistance 
des pertes globulaires lors d’hémorragie et d’hémolyse pendant et après la transfusion. 
Aucune différence n’a été trouvée entre les groupes ayant bénéficié d’un cross-match pré-
transfusionnel ou non.  Cette dernière constation montre une utilisation raisonnée du cross-
match, conformément aux bonnes pratiques transfusionnelles émises concernant les tests 
pré-transfusionnels. En effet, cette absence de différence montre que la décision de ne pas 
effectuer de cross-match n’influe pas négativement sur l’efficacité transfusionnelle. 
   
F. Discussion autour de la mortalité et des réactions transfusionnelles  
 
 Dans cette étude, les taux de réactions transfusionnelles secondaires à la transfusion 
de sang total sont de 21,1% et de 13,1% envers les receveurs félins et canins, respectivement. 
Les précédentes études en médecine féline rapportent des taux variant de 1,2% à 22,9% 
(Castellanos, 2004) (Weingart, 2004) (Klaser 2005) (Sylvane 2028 (Martinez-Sogues, 2020). 
Concernant la transfusion canine, Holowaychuk et al. (2014) rapportent la survenue de 33,1% 
de réactions transfusionnelles chez des chiens ayant reçu du concentré globulaire. 
Le chat ayant reçu une xénotransfusion a pu bénéficier des avantages d’une transfusion de 
sang total mais a souffert d’un syndrome fébrile non hémolytique et d’une hémolyse retardée. 
L’équipe soignante s’est assurée de la prévention du propriétaire et du vétérinaire traitant 
concernant la contre-indication absolue à la répétition de cette technique. 
En accord avec les études précédentes, la réaction transfusionnelle la plus fréquente dans 
notre étude est une réaction fébrile non hémolytique chez le chat, mais pas chez le chien 
(réaction allergique). Chez l’Homme et le chien, la leucoréduction a été utilisée pour tenter de 
prévenir les réactions fébriles non hémolytiques (King, 2004) (McMichael, 2010). A notre 
connaissance, il n'y a pas d'étude chez le chat évaluant les bénéfices de la leucoréduction en 
médecine transfusionnelle et la perte de volume dans les filtres actuellement disponibles est 
probablement le principal facteur limitant l’utilisation de cette technique pour les unités de 
sang félin.  
La prévalence des différents types de réactions est similaire aux données rassemblées par 
l’équipe de travail de Davidow et al. dans le consensus publié en 2021.  
Les définitions des réactions transfusionnelles sont variables selon les auteurs, et ce travail se 
base sur les définitions actualisées apportées par le consensus sur les réactions 
transfusionnelles en médecine des animaux de compagnie publié en 2021 (Davidow, 2021). 
Par conséquent, la comparaison des résultats obtenus au cours de cette étude avec ceux 
obtenus antérieurement au consensus semble imparfaite et peu pertinente, du fait des 
variations importantes entre les définitions d’une étude à l’autre. Cette étude analyse la 
survenue d’une réaction transfusionnelle dans les sept jours après l’acte transfusionnel, d’où 
98 
 
le fait qu’une partie des animaux n’ait pas été incluse, soustrayant une partie des receveurs 
ayant ou n’ayant pas développé de signes compatibles avec une réaction. Le choix de la limite 
des sept jours après un acte transfusionnel se base sur le délai de mise en place d’une réaction 
immunitaire, pouvant survenir entre 2 et 5 jours après la transfusion. La période de détection 
de cette réaction a été estimée à 48 heures maximum. Le fait d’étudier la survenue de 
réactions (de même pour la mortalité) jusqu’à la sortie d’hospitalisation seulement – et donc 
plus tôt que 7 jours pour certains patients - aurait constitué un biais ne permettant pas l’étude 
des cas sur la même période de temps. Enfin, concernant l’étude des réactions, certaines ont 
pu être masquées par l’administration de produit sanguin per anesthésie ou per intervention 
chirurgicale.  
 Les individus félins ayant souffert de réactions transfusionnelles sont ceux dont 
l’hématocrite pré-transfusionnel était le plus diminué, résultat similaire à celui publié dans 
une étude récente (Martinez-Sogues, 2020), et ce de façon significative. Cette tendance a été 
retrouvée lors de l’étude des premiers actes dans l’historique des patients dans l’analyse 
multivariée, et ainsi, un hématocrite diminué augmente le risque de développement d’une 
réaction transfusionnelle. Une analyse centrée sur le type de réactions transfusionnelles 
(TACO par exemple) des patients aux plus faibles taux d’hématocrite pourrait constituer une 
piste à l’explication de ces données. Il a également été trouvé un lien entre la positivité au test 
SNAP FeLV et l’augmentation du risque de survenue d’une réaction, confirmé lors de l’analyse 
multivariée sur le premier comme sur l’ensemble des actes transfusionnels. Ce résultat n’a 
pas été décrit à notre connaissance dans la littérature jusqu’ici.  
Aucune variable n’a été démontrée comme significativement différente entre les groupes 
ayant ou n’ayant pas souffert de réactions transfusionnelles chez le chien, lors de l’étude du 
premier comme de l’ensemble des actes transfusionnels, et aucun facteur de risque à leur 
développement n’a également été révélé lors de l’analyse multivariée, de façon similaire à 
d’autres études dans la littérature (Callan, 1996) (Holowaychuk, 2014). 
 
 Concernant la mortalité après transfusion de sang total, des taux de 36,3% et 27,7% 
ont été calculés parmi les receveurs canins et félins, respectivement. Les études disponibles 
dans la littérature évoquent des taux de 20,2% à 40% chez le chat (Weingart, 2004) (Klaser, 
2005) (Martinez-Sogues, 2020), et des taux de 30,8% et 53% dans des études canines 
(Holowaychuk, 2014) (Kerl, 1993) (Callan, 1996). De la même façon que pour l’étude des 
réactions transfusionnelles, ces résultats ne comprennent que les informations disponibles à 
sept jours de l’acte transfusionnel.  Dans le cas où l’animal est resté en hospitalisation plus de 
sept jours, un décès postérieur n’a pas été comptabilisé et a été considéré comme imputable 
à la pathologie sous-jacente, et non à l’acte transfusionnel. 
Le taux de mortalité après une autotransfusion chez le chien est de 76,9%, la majorité (70% 
des décédés) ayant été euthanasiée. Cette valeur peut être reliée dans cette étude à la 
sombreur du pronostic face au développement d’une coagulopathie secondaire à une 
hémorragie cavitaire, voire de celui de la pathologie sous-jacente.  
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 Lors du premier acte transfusionnel dans l’historique du patient félin, le groupe 
d’individus n’ayant pas survécu a présenté un taux de réactions transfusionnelles diminué par 
rapport au groupe ayant survécu. Ce résultat est à l’inverse de celui publié dans une étude 
rétrospective récente (Martinez-Sogues 2020), mais concordant avec celui d’une étude 
rétrospective chez le chien (Holowaychuk, 2014). De plus, la positivité au FeLV est supérieure 
dans le groupe n’ayant pas survécu, pouvant être reliée à la présence de comorbidités. La 
température pré-transfusionnelle, l’atteinte par une anémie hémolytique, et l’hématocrite 
pré-transfusionnel ont été par ailleurs définis comme des facteurs de risque de mortalité. En 
effet, une affection de type anémie hémolytique est un facteur de risque négatif à la mortalité 
post-transfusionnelle, de sorte qu’un animal souffrant d’hémolyse a une meilleure tendance 
à la survie par rapport à un animal souffrant d’hémorragie ou de défaut érythropoïétique. Lors 
d’hémolyse d’origine déterminée, l’accès à son traitement spécifique pourrait permettre une 
augmentation des chances de survie du patient. En ce qui concerne les anémies consécutives 
à un traumatisme sévère ou une néoplasie, un frein financier peut aussi s’appliquer. La 
température pré-transfusionnelle est inversement corrélée à la mortalité, avec une 
augmentation du risque lorsque celle-ci est diminuée. L’hypothermie peut être secondaire à 
l’hypovolémie ou l’hypoperfusion (i.e. au choc), pouvant elles-mêmes impacter de façon 
négative le patient ou constituer le reflet d’une affection plus sérieuse. Enfin, un hématocrite 
pré-transfusionnel augmenté constitue également un facteur de risque au décès. Cela pourrait 
suggérer que des stratégies transfusionnelles plus conservatives seraient appropriées chez le 
chat.  
Lors de l’étude de la mortalité féline sur l’ensemble des actes transfusionnels, la durée de 
l’acte a été prouvée comme inversement liée à la mortalité. Ce résultat doit être nuancé par 
le fait que certao,s patients sont décédés pendant l’acte, diminuant ainsi le temps 
transfusionnel.  
Comme chez le chat, la température pré-transfusionnelle est associée à la mortalité chez le 
chien. En effet, le risque tend à augmenter lors de diminution de la température. Dans la 
présente étude, la survenue d’une réaction transfusionnelle n’est pas liée à une augmentation 
du risque de mortalité, résultat précédemment publié dans une étude rétrospective canine 
(Holowaychuk, 2014). Enfin, aucune autre variable n’a constitué un facteur de risque au décès 
du receveur canin. 
En médecine humaine, les complications transfusionnelles, notamment le syndrome de 
détresse respiratoire aiguë, la surcharge volémique, et les réactions hémolytiques sont 
associées à un taux de mortalité augmenté (Hirayama, 2013) (Clifford, 2017). La notion de 
mortalité chez les animaux de compagnie est à interpréter avec prudence en raison de l’accès 
à l’euthanasie en cas d’état clinique très dégradé et/ou de pronostic sombre, correspondant 
ici à environ la moitié des cas de décès. La seconde moitié est constituée de rares cas de décès 
secondaire à une réaction transfusionnelle (1,5% des chiens ; 2,6% des chats) et de décès 
spontanés en hospitalisation, accordés plus spontanément à la sévérité de l’affection en cours. 
Une étude possible de la mortalité pourrait être à réaliser en comparant la mortalité des 
patients ayant bénéficié d’une transfusion à celle de tous les patients entrant en 
hospitalisation au secteur des urgences et soins intensifs.  
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G. Limites de l’étude 
 
 L'une des principales limites de cette étude est son caractère rétrospectif, qui pourrait 
avoir sous-estimé des facteurs tels que les réactions transfusionnelles aiguës. L'étude n’est 
également pas assez puissante pour le nombre de variables étudiées. Le faible nombre de 
réactions transfusionnelles et de patients décédés signifie que les estimations de l'effet des 
divers facteurs de risque présumés doivent être considérées comme provisoires et doivent 
être confirmées par d'autres études. Bien que des facteurs de risque aient été identifiés, des 
études supplémentaires sont nécessaires pour déterminer leur pertinence clinique.  
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Conclusion 
 La pratique de la transfusion sanguine est en pleine expansion dans le milieu 
vétérinaire depuis quelques années, en particulier chez les carnivores domestiques. Le 
nombre d’études augmente de façon considérable, permettant d’approfondir les 
connaissances sur le sujet, et ayant abouti à la publication de consensus établissant les bonnes 
pratiques à suivre. Cette démocratisation scientifique se ressent également dans la pratique 
courante, avec une augmentation du nombre d’actes, une disponibilité du matériel croissante, 
le tout en réponse à une demande des propriétaires accrue, avec un phénomène de 
médicalisation des chats et des chiens toujours plus important. 
 Dans ce contexte, cette étude permet de comparer les pratiques effectuées au sein du 
CHUVAC ENVT aux récentes recommandations et de s’intéresser aux différentes données 
obtenues entre 2013 et 2020 au cours des actes transfusionnels sur 162 chiens et 125 chats. 
La partie bibliographique initiale a permis de rappeler les bases biologiques concernant les 
groupes sanguins, de décrire les indications de la thérapie transfusionnelle, d’expliquer les 
bonnes pratiques de réalisation, et enfin les risques inhérents. 
 Parmi les 225 actes transfusionnels canins et 158 actes félins, l’étude a porté sur la 
majorité ayant reçu une transfusion de sang total (92,5% et 99%, respectivement) frais ou 
stocké. Les indications transfusionnelles principales étaient la perte sanguine chez le chien 
(52,5%) et le défaut de production par la moelle osseuse érythropoïétique chez le chat 
(41,6%). L’efficacité de la transfusion n’a pas été influencée par la réalisation ou non d’un 
cross-match pré-transfusionnel. Cependant, elle l’a été par le type d’anémie présentée : les 
receveurs canins souffrant d’un défaut d’érythropoïèse ont présenté une efficacité supérieure 
de la thérapie transfusionnelle par rapport aux receveurs souffrant d’anémie hémolytique, 
eux-mêmes présentant une efficacité supérieure par rapport à ceux souffrant de pertes 
sanguines. Une réaction transfusionnelle a été mise en évidence chez 21,1% des chats et 
13,1% des chiens, pour lesquels une réaction transfusionnelle fébrile non hémolytique était 
principalement observée dans 44% des cas félins, et une réaction allergique dans 46% des cas 
canins. Le taux de mortalité rapporté est de 27,7% chez les chats et 36,3% chez les chiens.  
 L’étude des facteurs de risque à la survenue d’une réaction transfusionnelle a montré 
une association avec la positivité au test rapide FeLV et un hématocrite pré-transfusionnel 
diminué. Chez le chat, la survenue d’une réaction lors du premier acte transfusionnel 
anamnestique augmente le risque de mortalité. Egalement, la mortalité féline est associée à 
un hématocrite pré-transfusionnel plus élevé, une température pré-transfusionnelle et une 
durée d’acte diminuées, et est négativement associée à l’hémolyse. Enfin, la mortalité canine 
est associée à une température pré-transfusionnelle diminuée.  
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Annexes 
Annexe 1 : Fiche de renseignement pré-don à destination du propriétaire de l’animal 
donneur de sang. (recto) 
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Annexe 1 : Fiche de renseignement pré-don à destination du propriétaire de l’animal 
donneur de sang. (verso) 
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Annexe 2 : Etapes du prélèvement sanguin pratiquées au CHUVAC ENVT.  
(Photos : N. Dupouy-M) 
 
 
 
Matériel nécessaire au prélèvement sanguin félin.  
• Tondeuse 
• Nécessaire d’asepsie 
• Cathéter veineux périphérique 
• Soluté cristalloïde 
• Epicrânienne 21G ou 23G, ou aiguille 18G  
• Seringue de 50 mL 
• Solution anticoagulante (CPDA) 
• Nécessaire au bilan du donneur (Tubes EDTA et 
hépariné pour groupage et analyses) 
• Lubrifiant oculaire 
• Poche de transfusion Chat 60 mL simple (Feline 
single blood collection bags ALVEDIA©) 
 
Matériel nécessaire au prélèvement sanguin canin.  
• Tondeuse 
• Nécessaire d’asepsie 
• Cathéter veineux périphérique 
• Soluté cristalloïde 
• Nécessaire au bilan du donneur (Tubes EDTA 
et hépariné pour groupage et analyses) 
• Lubrifiant oculaire 
• Poche à sang 250mL / 450 mL CPDA-1 (trocart 
intégré) 
• Machine agitatrice de prélèvement sanguin 
 
 
Préparation du donneur, du matériel et prélèvement sanguin. (A gauche : don félin, à droite : don 
canin) 
• Réalisation d’un examen clinique et du bilan sanguin. 
• Mise en place du cathéther veineux périphérique et réalisation d’une sédation profonde. 
• Tonte et désinfection de la zone de ponction veineuse jugulaire. 
• Préparation du matériel de prélèvement. 
• Prélèvement sanguin. L’épicrânienne/ le trocart est inséré de façon franche à travers la 
peau puis la veine jugulaire. Un deuxième opérateur aspire le volume à prélever en 
homogénéisant la seringue dans le cas du don félin. Dans le cas de don canin, le sang coule 
par gravité jusqu’à la poche placée en contrebas sur l’agitateur. 
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Annexe 2 : Etapes du prélèvement sanguin pratiquées au CHUVAC ENVT. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Fin du prélèvement. (A gauche : don félin, à droite : don canin) 
• Donneur félin : l’épicrânienne est retirée, et le sang injecté dans la poche de transfusion. 
• Une compression digitée au site de ponction jugulaire est appliquée pendant au moins 5 
minutes. 
• La poche de sang est scellée avant d’être identifiée et stockée en tant que sang total. 
• Le donneur est perfusé avec un soluté cristalloïde. 
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Annexe 3 : Calcul du débit transfusionnel, feuille de tableur Excel utilisée au service des 
Urgences et Soins Intensifs du CHUVAC ENVT. Exemple d’un animal de 30 kg avec une 
indication à la transfusion de 500 mL de produit sanguin sur 4 heures. 
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Annexe 4 : Fiche pour le suivi de la transfusion de globules rouges ou de sang total, 
utilisée au service des Urgences et Soins Intensifs de l’ENVT. (recto) 
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Annexe 4 : Fiche pour le suivi de la transfusion de globules rouges ou de sang total, 
utilisée au service des Urgences et Soins Intensifs du CHUVAC ENVT. (verso) 
 
 
 
 
La transfusion sanguine chez les carnivores domestiques : étude rétrospective 
sur 162 chiens et 125 chats présentés au CHUVAC ENVT entre 2013 et 2020. 
 
Auteur : Noémie Dupouy-Manescau 
 
Résumé  
 
La thérapie transfusionnelle vétérinaire est en expansion du fait des connaissances apportées par la littérature 
récente et de l’intensification des procédures de soins aux animaux de compagnie.  
 
Ce travail rétrospectif a permis de récolter des données quant à la transfusion de 125 chats et 162 chiens 
hospitalisés entre 2013 et 2020 au CHUVAC ENVT.  
 
Un total de 158 transfusions félines et 225 transfusions canines sont étudiées. La perte sanguine pour les chiens 
(40,5%) et le défaut érythropoïétique pour les chats (41,6%) en sont les indications les plus fréquentes. Des 
réactions transfusionnelles se sont développées chez 13,1% des receveurs canins et 21,1% des receveurs félins 
et une mortalité de 39,9% et 28% est rapportée, respectivement. La mortalité féline est associée à un 
hématocrite pré-transfusionnel plus élevé, une température pré-transfusionnelle et une durée d’acte diminuées, 
et négativement associée à l’hémolyse. La survenue d’une réaction transfusionnelle augmente également ce 
risque. La mortalité canine est associée à une température pré-transfusionnelle diminuée. La positivité au test 
rapide FeLV et un hématocrite pré-transfusionnel diminué sont associés aux réactions transfusionnelles félines.  
 
Mots-Clés : transfusion sanguine, chien, chat, hématologie, réaction transfusionelle, mortalité 
 
 
Blood transfusion: a retrospective study of 162 dogs and 125 cats presented 
to CHUVAC ENVT between 2013 and 2020. 
 
Author: Noémie Dupouy-Manescau 
 
Abstract 
 
Veterinary transfusion therapy is expanding due to the knowledge provided by recent literature and the 
intensification of pets cares procedures.  
 
This retrospective work collected data regarding the transfusion of 125 cats and 162 dogs hospitalized between 
2013 and 2020 at CHUVAC ENVT.  
 
A total of 158 feline and 225 canine transfusions were studied. Blood loss for dogs (40.5%) and ineffective 
erythropoiesis for cats (41.6%) are the most frequent indications. Transfusion reactions developed in 13.1% of 
canine and 21.1% of feline recipients and a mortality of 39.9% and 28% is reported, respectively. Feline mortality 
is associated with higher pre-transfusion hematocrit, low pre-transfusion temperature and procedure duration, 
and negatively associated with hemolysis. The occurrence of a transfusion reaction also increases this risk. Canine 
mortality is associated with decreased pre-transfusion temperature. FeLV rapid test positivity and decreased pre-
transfusion hematocrit are associated with feline transfusion reactions.  
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